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  Body	  size	  generally	  decreased	  during	  synapsid	  evolution	  until	  the	  origin	  of	  mammals,	  and	  this	  decrease	  has	  often	  been	  linked	  to	  the	  evolution	  of	  mammal-­‐like	  characteristics.	  Despite	  the	  importance	  of	  these	  patterns	  to	  our	  understanding	  of	  mammalian	  evolution,	  the	  particular	  evolutionary	  mechanisms	  that	  underlie	  them	  are	  less	  clear.	  Previous	  studies	  have	  tested	  models	  across	  synapsid	  phylogeny	  prior	  to	  the	  origin	  of	  mammals	  and	  found	  little	  evidence	  for	  a	  pervasive	  direction	  bias	  in	  body	  size	  evolution.	  However,	  whether	  the	  rate	  or	  mode	  of	  body	  size	  evolution	  changed	  among	  particular	  subclades,	  or	  after	  the	  origin	  of	  mammals,	  has	  not	  been	  explored	  quantitatively.	  In	  this	  study	  we	  constructed	  a	  phylogenetic	  framework	  and	  used	  two	  proxies	  for	  body	  size	  (humerus	  and	  femur	  length)	  to	  model	  the	  pattern	  of	  body	  size	  evolution	  in	  a	  diverse	  suite	  of	  non-­‐mammalian	  synapsids	  and	  Mesozoic	  mammals.	  Specifically,	  we	  statistically	  tested	  for	  shifts	  in	  the	  rates	  or	  modes	  of	  body	  size	  evolution	  at	  specific	  times	  or	  nodes	  of	  the	  phylogeny.	  Results	  confirm	  that	  passive	  processes	  are	  responsible	  for	  body	  size	  reduction	  when	  viewing	  the	  phylogeny	  as	  a	  whole.	  However,	  there	  is	  evidence	  of	  multiple	  rate	  changes	  along	  the	  way,	  as	  well	  as	  a	  significant	  period	  of	  stasis	  in	  the	  small	  early	  mammals.	  Body	  size	  also	  tended	  to	  evolve	  at	  a	  slower	  rate	  in	  mammals	  than	  in	  their	  ancestors.	  These	  results	  suggest	  that	  mammals	  exhibited	  significantly	  different	  evolutionary	  dynamics	  than	  their	  synapsid	  ancestors,	  consistent	  with	  a	  selective	  advantage	  for	  small	  body	  size	  in	  these	  groups.	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The	  evolutionary	  transition	  from	  reptiles	  to	  mammals	  is	  characterized	  by	  many	  remarkable	  changes,	  perhaps	  none	  more	  dramatic	  than	  the	  conversion	  of	  postdentary	  elements	  from	  the	  reptilian	  jaw	  into	  the	  middle	  ear	  of	  mammals.	  Reptiles	  and	  early	  synapsids	  possess	  multiple	  bones	  in	  the	  jaw	  but	  only	  a	  single	  bone	  in	  the	  middle	  ear,	  the	  columella	  (stapes).	  Additionally,	  they	  conduct	  jaw	  abduction	  via	  a	  joint	  between	  the	  articular	  and	  the	  quadrate.	  Conversely,	  mammals	  all	  possess	  a	  single	  bone	  in	  the	  jaw,	  the	  dentary,	  and	  multiple	  bones	  in	  the	  middle	  ear.	  Mammalian	  jaw	  articulation	  takes	  place	  between	  the	  dentary	  and	  squamosal.	  Throughout	  evolutionary	  history	  mammals	  have	  formed	  a	  new	  jaw	  joint	  and	  extended	  the	  middle	  ear	  into	  a	  three-­‐ossicle	  chain.	  The	  articular	  and	  quadrate	  of	  the	  reptilian	  jaw	  have	  become	  the	  malleus	  and	  incus	  of	  the	  mammalian	  middle	  ear,	  respectively,	  adding	  to	  the	  pre-­‐existing	  stapes.	  Another	  homologous	  element	  in	  this	  transition	  is	  the	  ectotympanic	  ring,	  which	  originated	  from	  the	  angular	  in	  the	  mandible.	  The	  historical	  transformation	  of	  these	  bones	  is	  documented	  in	  the	  fossil	  record,	  though	  gaps	  remain.	  In	  order	  to	  help	  elucidate	  some	  of	  the	  existing	  gaps,	  we	  studied	  the	  transition	  of	  these	  elements	  in	  the	  development	  of	  an	  extant	  mammal.	  Modern	  marsupials	  are	  born	  in	  an	  extremely	  premature	  state.	  In	  fact,	  at	  the	  time	  of	  birth	  they	  still	  exhibit	  a	  reptilian-­‐style	  jaw	  joint	  between	  the	  articular	  and	  quadrate.	  Not	  until	  postnatally	  does	  the	  new	  jaw	  joint	  form	  and	  the	  original	  elements	  transition	  to	  the	  typical	  mammalian	  positioning	  within	  the	  middle	  ear.	  We	  utilized	  micro-­‐CT	  scans	  of	  neonatal	  Monodelphis	  
domestica	  taken	  at	  five-­‐day	  intervals	  throughout	  the	  first	  month	  and	  a	  half	  of	  postnatal	  development	  to	  use	  as	  comparisons	  with	  exceptional	  fossil	  specimens	  from	  the	  past	  250	  million	  years.	  Three-­‐dimensional	  reconstructions	  from	  these	  developmental	  time	  points	  line	  up	  quite	  well	  with	  the	  fossil	  record.	  Each	  five-­‐day	  increment	  in	  early	  development	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equates	  with	  an	  approximate	  40-­‐million	  year	  jump	  in	  the	  fossil	  record.	  We	  also	  find	  that	  the	  Meckel’s	  cartilage,	  connecting	  the	  dentary	  to	  malleus,	  begins	  to	  separate	  at	  20	  days	  postnatal.	  This	  marks	  a	  significant	  milestone	  in	  development,	  as	  it	  is	  the	  point	  at	  which	  the	  middle	  ear	  ossicles	  gain	  independence	  from	  the	  jaw	  and	  can	  become	  specialized	  for	  hearing.	  Derived	  elements,	  such	  as	  the	  manubrium	  of	  the	  malleus,	  develop	  much	  later,	  consistent	  with	  their	  subsequent	  appearance	  in	  the	  fossil	  record	  after	  the	  origin	  of	  mammals.	  Overall,	  marsupial	  development	  appears	  to	  recapitulate	  evolutionary	  transitions	  within	  the	  synapsid	  lineage	  leading	  to	  mammals.	  	  	  	  The	  middle	  ear	  ossicles	  did	  not	  separate	  from	  the	  jaw	  in	  a	  single	  step,	  but	  rather	  underwent	  a	  distinct	  two-­‐step	  process.	  Several	  exceptionally	  preserved	  fossils	  from	  ~120mya,	  Yanoconodon	  and	  Liaoconodon,	  show	  us	  that	  the	  first	  step	  consisted	  of	  a	  mediolateral	  separation	  of	  the	  elements	  from	  the	  dentary	  while	  they	  maintained	  an	  anterior	  connection	  via	  an	  ossified	  Meckel’s	  cartilage.	  Only	  in	  later	  organisms	  did	  the	  MC	  become	  absorbed,	  completing	  the	  second	  step	  of	  the	  separation.	  It	  was	  this	  final	  degeneration	  of	  the	  Meckel’s	  cartilage	  that	  fully	  freed	  the	  middle	  ear	  elements	  from	  their	  association	  with	  the	  jaw	  and	  allowed	  unconstrained	  evolution	  for	  improvement	  hearing	  functionality.	  While	  the	  fossil	  record	  documents	  the	  middle	  ear	  transition	  through	  time,	  it	  only	  gives	  us	  a	  view	  of	  the	  patterns	  of	  change,	  leaving	  the	  underlying	  processes	  as	  a	  mystery.	  In	  order	  to	  fully	  understand	  the	  mechanistic	  drivers	  of	  such	  a	  dramatic	  shift,	  we	  need	  to	  examine	  the	  transition	  in	  an	  extant	  organism.	  Marsupials	  offer	  an	  opportunity	  for	  just	  such	  an	  analysis	  as	  their	  postnatal	  development	  essentially	  recapitulates	  the	  entire	  transition	  as	  observed	  in	  the	  fossil	  record.	  Thus,	  using	  Monodelphis	  we	  strove	  to	  uncover	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the	  underlying	  cellular	  and	  genetic	  drivers	  that	  are	  responsible	  for	  the	  separation	  of	  middle	  ear	  elements	  from	  the	  jaw.	  As	  we	  previously	  noted,	  the	  timeframe	  of	  Meckel’s	  disconnection	  from	  the	  malleus	  at	  postnatal	  day	  20	  served	  as	  a	  starting	  point	  for	  this	  work.	  Immunohistochemical	  staining	  revealed,	  that	  contrary	  to	  what	  is	  observed	  in	  placental	  mammals,	  apoptosis	  places	  an	  essential	  role	  in	  degenerating	  MC	  at	  the	  point	  of	  connection	  with	  the	  malleus.	  Programmed	  cell	  death	  has	  been	  ruled	  out	  as	  a	  factor	  in	  Meckel’s	  breakdown	  for	  placentals,	  making	  it	  a	  comparatively	  novel	  method	  for	  marsupials	  to	  complete	  the	  same	  process.	  Interestingly,	  RNA-­‐sequencing	  revealed	  significant	  upregulation	  in	  a	  handful	  of	  key	  genes	  (including	  Tgfbr2,	  Wisp1,	  Mmp9	  and	  Ctsk)	  responsible	  for	  promoting	  apoptosis,	  bone	  breakdown,	  and	  cartilage	  resorption.	  Through	  verification	  with	  fluorescent	  in	  situ	  hybridization	  (FISH),	  all	  of	  these	  factors	  were	  shown	  to	  increase	  in	  expression	  level	  as	  they	  approached	  day	  20.	  Inhibiting	  gene	  expression	  through	  anti-­‐TGFb	  and	  alendronate	  injections,	  in	  order	  to	  prohibit	  apoptosis	  and	  osteoclast	  formation,	  resulted	  in	  maintenance	  of	  the	  Meckel’s	  cartilage	  connection	  beyond	  the	  20-­‐day	  mark,	  and	  indications	  of	  MC	  ossification	  as	  well.	  An	  ossified	  MC	  was	  also	  evident	  in	  several	  ancestral	  lineages,	  indicating	  that	  changes	  in	  expression	  level	  of	  just	  a	  few	  genes	  may	  have	  been	  all	  that	  was	  required	  for	  independence	  of	  the	  middle	  ear	  elements.	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CHAPTER	  1:	  INTRODUCTION	  AND	  OVERVIEW	  	  	  	   A	  basic	  knowledge	  of	  evolution	  informs	  one	  that	  mammals	  descended	  from	  reptilian	  ancestors.	  Of	  course,	  this	  was	  not	  an	  instantaneous	  event,	  rather	  it	  occurred	  gradually	  over	  great	  spans	  of	  time.	  It	  was	  not	  until	  seeing	  artistic	  rendering	  pictures	  of	  therapsids,	  the	  proverbial	  “mammal-­‐like	  reptiles,”	  that	  this	  concept	  was	  really	  driven	  home	  for	  me.	  How	  profound	  a	  realization	  that	  there	  are	  all	  of	  these	  intermediate	  forms	  that	  fit	  imperfectly	  in	  either	  category,	  reptile	  or	  mammal.	  In	  the	  search	  for	  a	  dissertation	  topic,	  I	  was	  brought	  back	  time	  and	  again	  to	  this	  tumultuous	  transitory	  period	  in	  the	  history	  of	  mammals.	  	  	  	   There	  were	  so	  many	  substantial	  changes	  taking	  place	  throughout	  this	  time	  period,	  it	  is	  difficult	  for	  one	  to	  even	  begin	  to	  narrow	  it	  down.	  Stance	  changed	  from	  sprawling	  to	  upright,	  spinal	  flexion	  was	  adjusted	  from	  lateral	  to	  dorsoventral,	  body	  temperature	  regulation	  switched	  from	  ectothermy	  to	  endothermy,	  metabolic	  rates	  increased	  and	  foraging	  activities	  and	  behaviors	  underwent	  alteration	  (Bickelmann	  et	  al.,	  2015;	  Crompton	  et	  al.,	  1978;	  Hulbert,	  1980;	  Kemp,	  2006;	  McNab,	  1978,	  1983,	  1986).	  	  	   Perhaps	  the	  one	  element	  that	  comes	  closest	  to	  tying	  all	  of	  these	  disparate	  changes	  together	  is	  the	  overall	  reduction	  in	  body	  size	  that	  took	  place	  along	  the	  synapsid	  lineage	  leading	  to	  early	  mammals.	  From	  beginning	  sizes	  that	  ranged	  up	  to	  500	  kilograms,	  the	  earliest	  true	  mammals	  had	  been	  reduced	  to	  a	  mere	  5	  grams	  (Kemp,	  2005),	  a	  drop	  that	  precipitated	  substantial	  changes	  in	  all	  other	  aspects	  of	  their	  physical	  forms.	  As	  a	  starting	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point,	  general	  body	  size	  reduction	  is	  a	  gateway	  to	  many	  other	  questions	  pertaining	  to	  the	  evolutionary	  transition	  leading	  to	  early	  mammals.	  Foremost,	  with	  a	  reduction	  of	  this	  drastic	  nature,	  one	  often	  presumes	  that	  there	  was	  a	  guiding	  trend	  behind	  it	  rather	  than	  sheer	  randomness,	  or	  the	  possibility	  of	  being	  merely	  a	  spandrel	  of	  another	  change	  (Gould	  &	  Lewontin,	  1979).	  Yet,	  intriguingly,	  this	  has	  not	  previously	  been	  found	  to	  be	  the	  case.	  Recent	  studies	  have	  proclaimed	  there	  was	  no	  role	  for	  an	  active	  component	  and	  only	  passive	  processes	  were	  responsible	  (Slater,	  2013;	  Sookias	  et	  al.,	  2012),	  such	  that	  size	  itself	  lacked	  a	  consistent	  bias	  in	  selection.	  Though	  this	  conclusion	  was	  tangential	  to	  the	  goal	  of	  these	  studies	  and	  a	  closer	  examination	  of	  the	  taxa	  utilized	  showed	  skewing	  toward	  either	  the	  very	  early	  or	  very	  late	  Mesozoic.	  Considering	  the	  reduction	  of	  body	  size	  took	  place	  throughout	  the	  Mesozoic,	  such	  sampling	  may	  not	  portray	  the	  most	  accurate	  picture.	  Additionally,	  most	  studies	  have	  focused	  expressly	  on	  rates	  of	  change	  while	  largely	  ignoring	  the	  potential	  for	  changes	  in	  evolutionary	  mode	  (Raia	  et	  al.,	  2012;	  Venditti	  et	  al.,	  2011),	  which	  could	  comprise	  another	  significant	  factor.	  It	  would	  be	  highly	  unusual	  for	  either	  rate	  or	  mode	  changes	  to	  be	  operating	  in	  a	  vacuum,	  and	  thus	  both	  should	  be	  given	  full	  consideration.	  	  	  	   To	  bridge	  this	  gap,	  we	  sought	  out	  to	  create	  a	  dataset	  that	  is	  more	  evenly	  distributed	  across	  the	  Mesozoic,	  extending	  slightly	  before	  and	  after	  as	  well.	  We	  planned	  to	  use	  long	  bone	  (humerus	  and	  femur)	  measurements	  as	  a	  proxy	  for	  body	  size	  (Damuth	  &	  MacFadden,	  1990)	  and	  incorporate	  a	  phylogenetic	  framework	  to	  search	  for	  trends.	  This	  would	  be	  done	  using	  an	  R	  based	  analysis	  with	  the	  ape	  (Paradis	  et	  al.,	  2004),	  geiger	  (Harmon	  et	  al.,	  2008),	  and	  phytools	  (Revell,	  2012)	  packages.	  Furthermore,	  we	  aimed	  to	  look	  at	  changes	  in	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evolutionary	  rates	  and	  modes	  across	  the	  entire	  tree,	  as	  well	  as	  at	  each	  potential	  branching	  node	  to	  inform	  whether	  shifts	  had	  occurred	  throughout.	  This	  proposed	  method	  of	  investigation	  should	  provide	  more	  definitive	  answers	  to	  the	  questions	  surrounding	  means	  of	  body	  size	  reduction	  in	  the	  synapsid	  lineage	  leading	  to	  mammals.	  	  	  	   The	  mammalian	  middle	  ear	  consists	  of	  a	  three-­‐ossicle	  chain	  comprised	  of	  the	  malleus,	  incus,	  and	  stapes.	  These	  are	  a	  particularly	  notable	  subset	  of	  bones	  that	  reduced	  in	  size	  in	  conjunction	  with	  the	  remainder	  of	  the	  body.	  A	  slight	  extension	  of	  the	  malleus,	  the	  manubrium,	  rests	  against	  the	  tympanic	  membrane	  and	  serves	  as	  the	  starting	  point	  for	  sounds	  conduction.	  Vibrations	  are	  carried	  across	  the	  ossicular	  chain	  to	  the	  oval	  window,	  where	  they	  are	  converted	  to	  electrical	  stimuli	  within	  the	  inner	  ear.	  However,	  this	  setup	  differed	  greatly	  in	  our	  pre-­‐mammalian	  ancestors.	  Both	  the	  malleus	  and	  incus	  are	  new	  to	  the	  mammalian	  middle	  ear	  as	  their	  predecessors	  possessed	  but	  a	  single	  middle	  ear	  bone,	  the	  stapes	  (or	  columella).	  However,	  the	  bones	  themselves	  are	  not	  newly	  derived,	  and	  had	  previously	  played	  a	  different	  role.	  The	  malleus	  and	  incus	  of	  the	  middle	  ear	  are	  homologous	  with	  the	  articular	  and	  quadrate,	  respectively,	  of	  the	  reptile	  and	  early	  synapsid	  jaw	  joint	  (Luo,	  2011;	  Reichert,	  1837).	  Additionally,	  the	  ectotympanic	  ring	  of	  mammals,	  which	  houses	  the	  tympanum,	  is	  homologous	  to	  another	  jaw	  element,	  the	  angular.	  A	  dentary-­‐squamosal	  jaw	  joint	  in	  mammals	  replaced	  the	  reptilian	  articular-­‐quadrate	  joint	  (Gaupp,	  1913;	  Hopson	  &	  Crompton,	  1969).	  As	  a	  reminder	  that	  such	  drastic	  changes	  are	  not	  immediate,	  there	  are	  a	  number	  of	  fossil	  organisms	  that	  exhibit	  both	  joints	  simultaneously	  (Crompton	  &	  Jenkins,	  1979;	  Luo,	  2011)	  .	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  There	  is	  an	  extensive	  set	  of	  fossils	  documenting	  the	  extraordinary	  transition	  of	  postdentary	  elements	  from	  the	  reptilian	  jaw	  into	  the	  middle	  ear	  of	  mammals	  (Luo,	  2011);	  nevertheless,	  gaps	  remain.	  The	  only	  way	  to	  ensure	  a	  complete	  series	  of	  transitory	  changes	  would	  be	  to	  witness	  them	  in	  an	  extant	  organism.	  Fortunately,	  modern	  marsupials	  can	  provide	  a	  glimpse	  at	  these	  developing	  structures.	  Marsupials	  are	  born	  in	  a	  premature	  state	  after	  a	  very	  short	  gestational	  period	  and	  must	  continue	  their	  development	  outside	  of	  the	  womb	  (Clark	  &	  Smith,	  1993;	  Macrini,	  2004).	  At	  the	  time	  of	  birth	  marsupials	  still	  possess	  a	  functional	  jaw	  joint	  between	  the	  articular	  and	  quadrate,	  bones	  that	  will	  later	  become	  incorporated	  into	  the	  middle	  ear	  (Crompton	  &	  Parker,	  1978;	  Filan,	  1991).	  The	  entire	  evolutionary	  transformation	  of	  these	  elements	  can	  thus	  be	  assessed	  in	  their	  postnatal	  development.	  A	  good	  prospective	  non-­‐model	  organism	  for	  this	  is	  Monodelphis	  domestica,	  the	  gray	  short-­‐tailed	  opossum	  native	  to	  South	  America	  (Maier,	  1986).	  They	  are	  small,	  relatively	  docile,	  animals	  capable	  of	  breeding	  in	  captivity.	  They	  are	  born	  after	  a	  short	  14-­‐day	  gestation,	  at	  which	  point	  they	  must	  make	  a	  forelimb	  powered	  crawl	  to	  the	  teats	  and	  latch	  on	  while	  they	  continue	  to	  develop	  (Hubler	  et	  al.,	  2013;	  Sears	  &	  Janis,	  2004).	  	  	  One	  of	  my	  primary	  aims	  was	  to	  characterize	  the	  developmental	  sequence	  of	  changes	  taking	  place	  in	  the	  jaw	  and	  middle	  ear	  structures	  of	  postnatal	  Monodelphis.	  This	  work	  involved	  a	  detailed	  three-­‐dimensional	  reconstructions	  of	  micro-­‐CT	  scans	  taken	  at	  five-­‐day	  intervals,	  beginning	  on	  the	  date	  of	  birth	  and	  carrying	  through	  to	  the	  full	  independence	  of	  the	  middle	  ear	  elements.	  These	  reconstructions	  could	  then	  be	  used	  for	  comparisons	  with	  exceptionally	  preserved	  fossil	  specimens	  representing	  intermediate	  forms	  throughout	  the	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premammalian	  synapsid	  to	  mammal	  transition.	  Much	  speculation	  has	  previously	  been	  given	  regarding	  the	  reduction	  in	  size	  and	  posterior	  movement	  of	  the	  middle	  ear	  ossicles	  as	  they	  transitioned	  from	  the	  jaw.	  This	  detailed	  analysis	  could	  assist	  in	  either	  lending	  credence	  to	  or	  dismissing	  these	  speculations.	  Furthermore,	  it	  could	  answer	  the	  question	  of	  whether	  ontogeny	  is	  actually	  recapitulating	  phylogeny	  with	  regard	  to	  these	  specific	  elements.	  	  	  While	  the	  fossil	  record	  of	  the	  synapsid	  lineage	  leading	  to	  early	  mammals	  documents	  an	  overall	  reduction	  in	  size	  of	  the	  entire	  body	  as	  well	  as	  the	  middle	  ear	  specific	  elements,	  these	  only	  represent	  the	  physical	  patterns	  and	  provide	  no	  indication	  of	  the	  underlying	  mechanisms	  driving	  the	  changes.	  A	  crucial	  first	  step	  for	  the	  middle	  ear	  elements	  to	  become	  adapted	  for	  more	  sensitive	  higher	  frequency	  hearing	  was	  to	  fully	  separate	  from	  the	  lower	  jaw	  (Anthwal	  et	  al.,	  2013;	  Puria	  &	  Steele,	  2010).	  Even	  after	  mediolateral	  separation	  from	  the	  dentary,	  these	  elements	  remained	  held	  in	  place	  by	  an	  ossified	  Meckel’s	  cartilage	  retaining	  a	  connection	  between	  the	  dentary	  and	  malleus.	  This	  connection	  is	  seen	  clearly	  in	  several	  well-­‐preserved	  fossil	  mammals	  (Luo	  et	  al.,	  2007a;	  Meng	  et	  al.,	  2011),	  then	  is	  suddenly	  lacking	  in	  later	  organisms.	  How	  it	  was	  actually	  lost	  remains	  an	  unknown.	  	  	  Once	  again	  Monodelphis	  could	  potentially	  provide	  information	  for	  historical	  changes.	  Monodelphis	  also	  possess	  a	  Meckel’s	  cartilage	  connection	  between	  the	  dentary	  and	  malleus	  at	  birth,	  a	  link	  that	  does	  not	  separate	  until	  postnatally	  (Lillegraven,	  1975).	  Identifying	  the	  exact	  time	  point	  of	  Meckel’s	  degeneration	  from	  the	  micro-­‐CT	  scans	  will	  establish	  a	  reference	  point	  to	  begin	  investigating	  the	  cellular	  and	  molecular	  drivers	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responsible	  for	  the	  breakdown	  and	  separation.	  Conveniently,	  Monodelphis	  already	  has	  a	  fully	  sequenced	  genome	  for	  use	  in	  genetic	  references	  (Mikkelsen	  et	  al.,	  2007;	  Samollow,	  2008).	  Sectioned	  specimens	  from	  various	  developmental	  stages	  can	  be	  fluorescently	  stained	  to	  identify	  cellular	  level	  processes,	  and	  RNA-­‐sequencing	  can	  highlight	  differential	  gene	  expression	  during	  the	  period	  of	  separation.	  Once	  identified	  the	  target	  genes	  can	  be	  confirmed	  via	  fluorescent	  in	  situ	  hybridization,	  and	  disruption	  of	  target	  gene	  effects	  will	  validate	  their	  ability	  to	  curtail	  or	  prolong	  Meckel’s	  connection	  with	  the	  malleus.	  In	  this	  manner	  Monodelphis	  can	  serve	  as	  a	  proxy	  organism	  to	  assist	  in	  elucidating	  the	  questions	  surrounding	  mechanistic	  drivers	  for	  key	  transitions	  observed	  in	  the	  fossil	  record.	  Fossil	  organisms	  may	  show	  us	  the	  patterns	  of	  changes	  over	  time,	  but	  developmental	  studies	  of	  an	  extant	  organism	  are	  required	  to	  help	  us	  fully	  understand	  the	  processes	  underlying	  the	  observed	  patterns	  (Gould,	  1977).	  	  	  	  	  As	  with	  many	  questions,	  mine	  began	  on	  an	  extremely	  broad	  scale	  and	  ended	  up	  with	  a	  focus	  on	  a	  very	  particular	  set	  of	  changes.	  Starting	  from	  the	  broad	  perspective	  of	  what	  drives	  body	  size	  changes	  leading	  to	  early	  mammals,	  I	  selected	  a	  key	  characteristic	  that	  helps	  define	  all	  mammals	  and	  carefully	  examined	  changes	  in	  size	  and	  morphology	  on	  a	  smaller	  scale.	  Moreover,	  I	  sought	  the	  underlying	  developmental	  mechanisms	  ultimately	  responsible	  for	  these	  changes.	  With	  this	  knowledge	  in	  hand,	  I	  seek	  to	  move	  forward	  and	  assist	  in	  making	  testable	  predictions	  regarding	  what	  drives	  the	  remarkable	  transformations	  observed	  in	  the	  fossil	  record.	  These	  findings	  could	  help	  forward	  our	  understanding	  regarding	  the	  evolution	  of	  novel	  characteristics	  in	  general,	  as	  well	  as	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providing	  valuable	  information	  for	  the	  health	  field	  on	  specific	  developmental	  impairments	  related	  to	  the	  middle	  ear.	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CHAPTER	  2:	  IN	  SEARCH	  OF	  EVOLUTIONARY	  TRENDS	  IN	  BODY	  SIZE	  IN	  




	   The	  synapsid	  lineage	  leading	  to	  mammals	  displayed	  a	  substantial	  reduction	  in	  body	  size.	  Early	  synapsids	  attained	  sizes	  of	  up	  to	  500	  kilograms,	  while	  some	  of	  the	  first	  true	  mammals	  were	  as	  small	  as	  5	  grams	  (Kemp,	  2005).	  This	  profound	  size	  reduction	  has	  been	  correlated	  with	  the	  evolution	  of	  numerous	  mammalian	  characteristics,	  including	  high	  metabolic	  rates	  (Crompton	  et	  al.,	  1978;	  McNab,	  1983),	  active	  foraging	  (Bickelmann	  et	  al.,	  2015;	  McNab,	  1986),	  endothermy	  (e.g.,	  McNab	  1978,	  Hulbert	  1980),	  and	  an	  upright	  stance	  (Kemp,	  2005,	  2006).	  Early	  mammals	  exploited	  a	  previously	  unfilled	  niche	  for	  small	  nocturnal	  vertebrates	  (Kielan-­‐Jaworowska	  et	  al.,	  2005).	  Here,	  they	  not	  only	  survived	  but	  diversified	  as	  well.	  Yet	  why	  size,	  specifically,	  was	  such	  a	  vital	  part	  of	  their	  change	  is	  still	  debated.	  Their	  diminutive	  size	  may	  have	  allowed	  them	  to	  avoid	  predation	  by	  larger	  non-­‐mammalian	  vertebrates	  (Lillegraven	  et	  al.,	  1979),	  ease	  the	  difficulty	  of	  over	  heating	  (Bakker,	  1971),	  and	  survive	  in	  areas	  of	  limited	  resources	  (Smith	  et	  al.,	  2010)	  and	  times	  of	  lower	  atmospheric	  oxygen	  content	  (Falkowski	  et	  al.,	  2005).	  Whether	  this	  pattern	  of	  decreasing	  body	  size	  up	  to	  and	  including	  the	  origin	  of	  mammals	  was	  the	  cause	  or	  result	  of	  the	  newly	  adapted	  mammalian	  way	  of	  life,	  it	  is	  certain	  that	  this	  decrease	  was	  an	  important	  aspect	  of	  the	  overall	  evolutionary	  transition	  from	  reptiles	  to	  mammals.	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Despite	  the	  clear	  importance	  of	  decreased	  body	  size	  to	  the	  early	  mammalian	  evolution,	  the	  particular	  evolutionary	  mechanisms	  that	  underlie	  this	  pattern	  remain	  ambiguous.	  Rather	  than	  decreasing	  gradually	  throughout	  early	  mammalian	  evolution,	  body	  size	  seems	  to	  have	  undergone	  a	  sharp	  decline	  immediately	  following	  the	  end-­‐Triassic	  extinction	  (Fig.	  2.1).	  Following	  the	  initial	  reduction,	  body	  sizes	  stayed	  relatively	  small	  and	  constant	  throughout	  the	  remainder	  of	  the	  Mesozoic.	  This	  observation	  would	  seemingly	  indicate	  the	  presence	  of	  an	  active	  trend	  driving	  the	  reduction	  of	  body	  size	  in	  the	  early	  Jurassic.	  An	  active	  trend,	  as	  defined	  by	  Wagner	  (Wagner,	  1996),	  is	  the	  consistent	  bias	  toward	  replacement	  of	  phenotypes	  at	  one	  end	  of	  a	  distribution	  over	  time.	  	  	  	   Previous	  studies	  have	  tested	  models	  across	  the	  synapsid	  phylogeny	  prior	  to	  the	  origin	  of	  mammals	  and	  found	  little	  evidence	  for	  a	  pervasive	  directional	  bias	  in	  body	  size	  evolution.	  Rather,	  results	  have	  suggested	  that	  body	  size	  reduction	  was	  likely	  only	  governed	  by	  passive	  processes	  (Sookias	  et	  al.,	  2012).	  Furthermore,	  many	  studies	  have	  focused	  exclusively	  on	  changes	  in	  the	  rate	  of	  body	  size	  evolution	  (Raia	  et	  al.,	  2012;	  Venditti	  et	  al.,	  2011),	  while	  ignoring	  the	  potential	  impact	  of	  changes	  in	  the	  mode	  of	  evolution.	  That	  is,	  focusing	  on	  the	  pace	  at	  which	  evolution	  proceeds	  instead	  of	  the	  actual	  processes	  generating	  phenotypic	  variation.	  Only	  recently	  were	  both	  of	  these	  aspects	  given	  due	  consideration	  (Slater,	  2013).	  However,	  the	  temporal	  coverage	  of	  these	  existing	  studies	  often	  neglects	  to	  cover	  the	  entire	  transition	  period	  during	  the	  evolution	  of	  mammals,	  as	  this	  may	  not	  have	  been	  their	  primary	  focus.	  Some	  have	  their	  taxonomic	  coverage	  heavily	  weighted	  toward	  Permian	  taxa	  (Sookias	  et	  al.,	  2012)	  while	  others	  have	  concentrated	  more	  on	  the	  latter	  portion	  near	  the	  K-­‐Pg	  boundary	  (Slater,	  2013).	  It	  is	  possible	  that	  this	  uneven	  distribution	  of	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taxa	  could	  have	  skewed	  the	  results	  against	  a	  clearer	  picture	  of	  overall	  body	  size	  evolution.	  We	  wanted	  to	  build	  upon	  these	  previous	  studies	  and	  see	  if	  the	  evolutionary	  dynamics	  changed	  after	  the	  origin	  of	  mammals.	  With	  this	  in	  mind	  we	  performed	  an	  extended	  analysis	  in	  which	  we	  modeled	  the	  pattern	  of	  body	  size	  evolution	  (looking	  at	  changes	  in	  rates	  and	  modes)	  in	  a	  diverse	  suite	  of	  non-­‐mammalian	  synapsids	  and	  Mesozoic	  mammals	  ranging	  in	  temporal	  occurrence	  from	  the	  Permian	  through	  Cretaceous.	  	  	   The	  precipitous	  drop	  in	  body	  size	  at	  the	  Triassic-­‐Jurassic	  boundary	  is	  suggestive	  of	  an	  active	  trend	  during	  the	  evolution	  of	  early	  mammals.	  We,	  therefore,	  hypothesized	  that	  our	  more	  inclusive	  temporal	  and	  taxonomic	  distribution	  would	  show	  evidence	  for	  this	  active	  trend	  if	  it	  existed.	  Furthermore,	  we	  considered	  the	  possibility	  that	  a	  trend,	  if	  present,	  may	  not	  be	  active	  across	  the	  entire	  phylogeny.	  Thus,	  we	  sought	  to	  test	  for	  a	  trend	  from	  the	  standpoint	  of	  each	  individual	  node	  with	  the	  hypothesis	  that	  it	  may	  only	  present	  itself	  during	  times	  of	  the	  steepest	  body	  size	  reductions.	  In	  addition,	  we	  also	  hypothesized	  that	  the	  rate	  of	  evolution	  would	  be	  likely	  to	  fluctuate	  in	  conjunction	  with	  the	  mode.	  	  	  To	  test	  these	  hypotheses	  we	  performed	  three	  analyses:	  1)	  Fitting	  general	  models	  of	  evolution	  (e.g.,	  Brownian	  Motion,	  Ornstein-­‐Uhlenbeck	  and	  Drift)	  across	  the	  entire	  tree	  to	  determine	  whether	  inclusion	  of	  early	  mammals	  would	  provide	  evidence	  of	  directional	  selection;	  2)	  Testing	  shifts	  in	  the	  rate	  of	  body	  size	  evolution	  at	  specific	  nodes	  of	  the	  phylogeny	  to	  deduce	  if	  particular	  genera	  experienced	  variation	  in	  the	  rate	  of	  evolution;	  and	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3)	  Testing	  shifts	  in	  the	  modes	  of	  body	  size	  evolution	  at	  specific	  nodes	  of	  the	  phylogeny	  to	  ascertain	  whether	  the	  mode	  was	  consistent	  across	  the	  entire	  tree,	  as	  well	  as,	  within	  nodes.	  	   By	  extending	  both	  the	  temporal	  and	  taxonomic	  range	  of	  previous	  studies,	  this	  study	  has	  potential	  to	  shed	  light	  on	  details	  of	  early	  mammalian	  evolution	  that	  may	  have	  been	  previously	  overlooked.	  	  	  
Methods	  
	  
Taxon	  Sampling	  and	  Body	  Size	  Proxies	  This	  study	  modeled	  the	  pattern	  of	  body	  size	  evolution	  in	  a	  diverse	  suite	  of	  non-­‐mammalian	  synapsids	  and	  Mesozoic	  mammals.	  The	  length	  of	  long	  bones	  in	  the	  limbs	  (humerus	  and	  femur)	  are	  known	  to	  be	  strongly	  correlated	  with	  body	  size	  (Damuth	  &	  MacFadden,	  1990).	  In	  light	  of	  this,	  we	  used	  linear	  humerus	  and	  femur	  lengths	  from	  96	  taxa	  as	  proxies	  for	  body	  size.	  These	  measurements	  include	  a	  combination	  of	  61	  taxa	  taken	  directly	  from	  the	  fossil	  specimens	  (from	  museums	  in	  the	  US,	  UK,	  and	  South	  Africa)	  and	  the	  remaining	  35	  derived	  from	  the	  primary	  literature	  (Chen	  &	  Luo,	  2013;	  Gidley,	  1909;	  Horovitz,	  2003;	  Hu	  et	  al.,	  2005;	  Hu	  et	  al.,	  1997;	  Hurum	  &	  Kielan-­‐Jaworowska,	  2008;	  Jenkins	  &	  Schaff,	  1988;	  Ji	  et	  al.,	  1999;	  Ji	  et	  al.,	  2006;	  Ji	  et	  al.,	  2002;	  Kielan-­‐Jaworowska,	  1998;	  Kielan-­‐Jaworowska	  &	  Dashzeveg,	  1978;	  Kielan-­‐Jaworowska	  &	  Gambaryan,	  1994;	  Krause	  &	  Jenkins,	  1983;	  Li	  &	  Luo,	  2006;	  Lillegraven	  &	  McKenna,	  1986;	  Luo	  et	  al.,	  2007a;	  Luo	  et	  al.,	  2003;	  Luo	  et	  al.,	  2007b;	  Luo	  &	  Wible,	  2005;	  Luo	  et	  al.,	  2011;	  Martin,	  2005;	  Meng	  et	  al.,	  2006;	  Meng	  et	  al.,	  2011;	  Molinero,	  2003;	  Novacek	  et	  al.,	  1997;	  Osborn	  et	  al.,	  1893;	  Pridmore	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et	  al.,	  2005;	  Rougier	  et	  al.,	  2003;	  Sereno	  &	  McKenna,	  1995;	  Sloan	  &	  Van	  Valen,	  1965;	  Szalay	  &	  Trofimov,	  1996;	  Wible	  et	  al.,	  2009).	  	  In	  total,	  we	  gathered	  humerus	  lengths	  from	  86	  taxa	  and	  femur	  lengths	  from	  74	  taxa.	  The	  resulting	  phylogeny	  begins	  with	  non-­‐mammalian	  synapsids	  in	  the	  Permian	  (~315	  million	  years	  ago	  (mya))	  and	  progresses	  through	  Therapsida	  (~275	  mya),	  Cynodontia	  (~260	  mya),	  Mammaliamorphs	  (~245	  mya),	  Mammaliaformes	  (~200	  mya),	  Mammalia	  (~165	  mya),	  and	  into	  the	  Multituberculata	  (~85	  mya).	  Not	  all	  taxa	  had	  both	  elements	  preserved.	  However,	  humerus	  and	  femur	  length	  are	  strongly	  correlated	  (y	  =	  0.9496547x	  +	  0.3447515;	  r2	  =	  0.9582)	  among	  those	  taxa	  for	  which	  we	  did	  have	  measurements	  of	  both	  elements	  (Fig.	  2.2).	  We,	  therefore,	  used	  linear	  regression	  analysis	  to	  predict	  for	  those	  taxa	  missing	  the	  humerus	  or	  femur	  measurement.	  	  	  It	  has	  recently	  been	  noted	  that	  long	  bone	  circumference,	  rather	  than	  length,	  is	  a	  more	  accurate	  predictor	  of	  body	  size	  (Campione	  &	  Evans,	  2012).	  While	  this	  was	  considered	  as	  a	  possible	  alternative,	  the	  idea	  was	  discarded	  due	  to	  the	  lack	  of	  availability	  for	  circumference	  data	  in	  many	  of	  our	  taxa.	  Changing	  the	  measurement	  type	  would	  ultimately	  entail	  discarding	  a	  number	  of	  taxa	  from	  the	  analysis	  and	  compromising	  accuracy.	  Additionally,	  Campione	  and	  Evans	  acknowledged	  that	  for	  organisms	  below	  50g	  obtaining	  data	  from	  circumference	  might	  not	  be	  practical	  or	  highly	  accurate.	  Given	  that	  we	  are	  not	  aiming	  to	  calculate	  the	  actual	  body	  mass	  from	  length	  measurements,	  just	  using	  them	  as	  a	  general	  proxy,	  the	  correlation	  between	  length	  and	  overall	  size	  is	  more	  than	  adequate	  for	  our	  purposes.	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Phylogeny	  The	  phylogeny	  for	  this	  analysis	  (Fig.	  2.3)	  was	  compiled	  into	  a	  supertree	  from	  31	  published	  studies	  (Abdala,	  2007;	  Abdala	  &	  Ribeiro,	  2003;	  Angielczyk,	  2002,	  2004;	  Averianov	  &	  Lopatin,	  2006;	  Berman	  et	  al.,	  1995;	  Botha	  et	  al.,	  2007;	  Botha-­‐Brink	  &	  Angielczyk,	  2010;	  Gao	  et	  al.,	  2010;	  Gebauer,	  2007;	  Hopson	  &	  Kitching,	  2001;	  Huttenlocker,	  2009;	  Huttenlocker	  et	  al.,	  2010;	  Kammerer	  &	  Angielczyk,	  2009;	  Kammerer	  et	  al.,	  2008,	  2012;	  Kemp,	  2009;	  Laurin,	  1993;	  Liu	  &	  Olsen,	  2010;	  Liu	  et	  al.,	  2009;	  Luo	  &	  Martin,	  2007;	  Macrini,	  2002;	  Maddin	  et	  al.,	  2008;	  Mazierski	  &	  Reisz,	  2010;	  Olson	  &	  Chudinov,	  1992;	  Reisz	  &	  Berman,	  1985;	  Rubidge	  &	  Sidor,	  2001;	  Sidor,	  2001,	  2003;	  Sidor	  &	  Hopson,	  1998;	  Surkov	  et	  al.,	  2005;	  Wilkinson,	  1999),	  and	  assembled	  using	  Mesquite	  (Maddison	  &	  Maddison,	  2015).	  Where	  hypothesized	  relationships	  differed	  among	  publications,	  we	  collapsed	  the	  affected	  nodes	  into	  polytomies	  on	  our	  composite	  tree.	  These	  polytomies,	  in	  turn,	  were	  randomly	  resolved	  in	  each	  of	  1000	  pseudoreplicate	  analyses	  (see	  below).	  	  	  
Stratigraphic	  Bins	  The	  time	  scale	  of	  the	  included	  taxa	  spans	  310	  to	  60	  million	  years	  ago.	  This	  duration	  was	  divided	  into	  26	  stratigraphic	  bins	  each	  consisting	  of	  equal	  10	  million	  year	  increments.	  Dates	  for	  each	  taxa	  were	  based	  upon	  the	  first	  and	  last	  known	  occurrences	  of	  each	  taxa,	  compiled	  from	  the	  Paleobiology	  Database	  (paleodb.org)	  and	  the	  primary	  literature	  sources	  used	  in	  phylogeny	  construction	  (see	  above).	  If	  the	  time	  between	  the	  first	  occurrence	  and	  last	  occurrence	  for	  any	  given	  taxon	  spanned	  multiple	  stratigraphic	  bins,	  then	  their	  body	  size	  proxy	  data	  was	  included	  in	  each	  bin	  that	  they	  overlapped.	  This	  provides	  an	  accurate	  portrayal	  of	  the	  body	  size	  ranges	  occurring	  within	  each	  bin.	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R	  analysis	  Data	  analysis	  was	  conducted	  in	  R	  using	  the	  ape	  (Paradis	  et	  al.,	  2004),	  geiger	  (Harmon	  et	  al.,	  2008),	  and	  phytools	  (Revell,	  2012)	  packages.	  We	  combined	  the	  accumulated	  morphological	  and	  phylogenetic	  data	  to	  analyze	  the	  evolutionary	  rates	  and	  modes,	  first	  across	  the	  entire	  tree	  and	  then	  within	  each	  individual	  node	  by	  sequentially	  breaking	  the	  tree	  at	  each	  divergence	  point.	  All	  analyses	  were	  performed	  with	  1000	  simulated	  repetitions.	  At	  each	  node	  within	  the	  phylogeny	  rates	  and	  modes	  were	  compared	  for	  all	  ancestors	  and	  descendants.	  The	  fitContinuous	  function	  was	  applied	  to	  test	  the	  various	  macroevolutionary	  models	  to	  the	  randomly	  resolved	  phylogenies.	  The	  aforementioned	  packages	  and	  functions	  utilized	  maximum	  likelihood	  to	  test	  three	  models:	  Brownian	  motion	  (BM)	  representing	  a	  random	  walk,	  Ornstein-­‐Uhlenbeck	  (OU)	  for	  stasis,	  and	  the	  Drift	  model	  to	  display	  any	  active	  trends.	  Within	  the	  fitContinuous	  function,	  Brownian	  motion	  model	  (Felsenstein,	  1973)	  assumes	  correlation	  between	  trait	  values	  is	  proportional	  to	  their	  extent	  of	  shared	  ancestry.	  The	  Ornstein-­‐Uhlenbeck	  model	  (Butler	  &	  King,	  2004)	  represents	  a	  random	  walk	  with	  a	  central	  tendency.	  In	  the	  drift	  model,	  traits	  display	  evolution	  with	  a	  directional	  component,	  whether	  it	  trends	  toward	  smaller	  or	  larger	  values.	  	  	  
Results	  
	  
Fitting	  general	  models	  of	  evolution	  (e.g.,	  BM,	  OU	  and	  drift)	  across	  the	  entire	  tree.	  We	  found	  little	  evidence	  of	  direction	  selection	  across	  the	  entire	  tree.	  Brownian	  Motion	  is	  the	  
	   15	  
best	  fitting	  model	  in	  870	  of	  1000	  replicates	  (Table	  2.1).	  Even	  with	  the	  addition	  of	  Mesozoic	  mammals	  to	  the	  synapsid	  lineage	  phylogeny,	  we	  find	  no	  support	  for	  biased	  body	  size	  evolution	  across	  the	  tree	  as	  a	  whole.	  	  	  
Testing	  shifts	  in	  the	  rate	  of	  body	  size	  evolution	  at	  specific	  nodes	  of	  the	  phylogeny.	  There	  were	  at	  least	  four	  significant	  rate	  changes	  observed	  (Fig.	  2.4):	  an	  increase	  in	  rate	  at	  the	  beginning	  of	  the	  Therapsida,	  followed	  by	  decreases	  at	  the	  first	  appearance	  of	  Probainognathia	  and	  near	  the	  origin	  of	  Mammalia,	  and	  a	  second	  increase	  shortly	  after	  the	  appearance	  of	  Multituberculata	  and	  coinciding	  with	  the	  end-­‐Cretaceous	  extinction.	  	  	  
Testing	  shifts	  in	  the	  modes	  of	  body	  size	  evolution	  at	  specific	  nodes	  of	  the	  phylogeny.	  Our	  results	  suggest	  that	  the	  mode	  was	  not	  consistent	  across	  the	  entire	  tree.	  In	  this	  analysis,	  the	  tree	  is	  broken	  into	  two	  subtrees	  at	  each	  possible	  node,	  and	  the	  aforementioned	  models	  of	  trait	  evolution	  were	  fit	  separately	  to	  the	  ancestors	  and	  descendents	  of	  the	  node.	  This	  method	  proved	  most	  insightful	  when	  splitting	  the	  subtree	  near	  the	  origin	  of	  Mammalia,	  where	  the	  previous	  analysis	  had	  shown	  a	  secondary	  decrease	  in	  evolutionary	  rate.	  A	  model	  consistent	  with	  a	  random	  walk	  (BM)	  was	  optimal	  for	  the	  subtree	  of	  ancestors	  leading	  to	  this	  node,	  and	  stabilizing	  selection	  (OU)	  was	  found	  to	  be	  optimal	  for	  the	  subtree	  of	  descendents	  following	  afterward	  (Fig.	  2.5).	  Results	  further	  suggest	  the	  predominant	  mode	  of	  evolution	  subsequently	  reverts	  back	  to	  a	  Brownian	  motion	  model	  during	  the	  period	  of	  increase	  near	  the	  K-­‐Pg	  extinction	  (Fig.	  2.5).	  There	  were	  no	  indications	  of	  mode	  shifts	  at	  the	  other	  points	  of	  significant	  rate	  variation	  discovered	  earlier	  in	  the	  phylogeny.	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Discussion	  	  
	   This	  study,	  even	  with	  its	  broad	  taxonomic	  and	  temporal	  sampling,	  found	  no	  evidence	  for	  an	  active	  trend	  of	  decreasing	  body	  size	  in	  the	  lineage	  of	  premammalian	  therapsids	  leading	  to	  modern	  mammals.	  In	  this	  finding,	  results	  of	  this	  study	  are	  consistent	  with	  those	  of	  previous	  studies	  with	  more	  restricted	  sampling	  (Sookias	  et	  al.,	  2012).	  	  	   This	  study	  did,	  however,	  find	  evidence	  for	  significant	  shifts	  in	  the	  rate	  of	  body	  size	  evolution	  at	  multiple	  phylogenetic	  nodes.	  Specifically,	  results	  suggest	  that	  the	  rate	  of	  body	  size	  evolution	  increased	  at	  the	  base	  of	  Therapsida,	  decreased	  at	  the	  base	  of	  Probainognathia	  and	  at	  the	  base	  of	  Mammalia,	  and	  increased	  around	  the	  time	  of	  the	  K-­‐Pg	  extinction.	  These	  results	  are	  consistent	  with	  those	  of	  Ruta	  et	  al.	  (Ruta	  et	  al.,	  2013),	  who	  reported	  evolutionary	  rate	  increases	  and	  decreases	  at	  the	  bases	  of	  cynognathians	  and	  probainognathians,	  respectively.	  This	  study	  also	  found	  evidence	  for	  a	  switch	  in	  the	  model	  of	  evolution	  from	  random	  walk	  (BM)	  to	  stabilizing	  selection	  (OU)	  near	  the	  base	  of	  Mammalia,	  and	  a	  subsequent	  switch	  back	  to	  random	  walk	  (BM)	  during	  the	  K-­‐Pg	  extinction.	  These	  results	  are	  consistent	  with	  those	  of	  Slater	  (Slater,	  2013)	  who	  found	  evidence	  that	  early	  mammals	  experienced	  stabilizing	  selection	  (OU)	  that	  was	  released	  at	  the	  K-­‐Pg	  boundary.	  When	  we	  combine	  this	  study’s	  analyses	  of	  evolutionary	  rate	  and	  mode,	  we	  identify	  two	  instances	  in	  which	  the	  rate	  of	  body	  size	  evolution	  fluctuated	  in	  conjunction	  with	  evolutionary	  mode	  in	  the	  mammalian	  lineage.	  First,	  the	  rate	  of	  body	  size	  evolution	  decreased	  and	  evolutionary	  mode	  switched	  to	  stabilizing	  selection	  at	  the	  base	  of	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Mammalia,	  and	  second,	  the	  evolutionary	  rate	  increased	  and	  the	  evolutionary	  mode	  switched	  to	  random	  walk	  during	  the	  K-­‐Pg	  extinction.	  	  	   The	  drastic	  size	  reduction	  and	  significantly	  lower	  rates	  of	  body	  size	  evolution	  documented	  in	  the	  earliest	  members	  of	  the	  Mammalia	  could	  be	  the	  result	  of	  greater	  extinction	  rates	  for	  larger	  than	  smaller	  mammals	  during	  the	  end-­‐Triassic	  extinction	  event	  (Tomiya,	  2013),	  or	  mammalian	  size	  decreases	  occurring	  at	  much	  faster	  rates	  than	  size	  increases	  during	  this	  time	  (Evans	  et	  al.,	  2012).	  The	  coincidence	  of	  a	  decrease	  in	  the	  evolutionary	  rate	  of	  body	  size	  evolution	  and	  a	  switch	  of	  the	  predominant	  evolutionary	  mode	  to	  stabilizing	  selection	  (OU)	  is	  also	  consistent	  with	  a	  scenario	  in	  which	  early	  mammals	  had	  reached	  a	  near	  optimal	  body	  size	  for	  their	  environment.	  Animal	  body	  size	  tends	  to	  be	  positively	  correlated	  with	  specialization	  and	  niche	  expansion	  (Raia	  et	  al.,	  2012).	  Therefore,	  as	  early	  mammaliamorphs	  are	  commonly	  thought	  to	  have	  been	  generalists	  living	  in	  smaller,	  nocturnal	  niches	  (Kielan-­‐Jaworowska	  et	  al.,	  2005),	  they	  might	  also	  be	  expected	  to	  be	  smaller	  in	  size.	  It	  is	  also	  possible	  that	  the	  decrease	  in	  body	  size	  observed	  in	  early	  Probainognathians	  was	  driven	  by	  competition	  with	  and/or	  predation	  by	  archosauromorphs	  who	  were	  the	  apex	  predators	  at	  the	  time	  (Brusatte	  et	  al.,	  2008;	  Lillegraven	  et	  al.,	  1979).	  Though	  the	  likelihood	  that	  direct	  competition	  between	  early	  mammaliamorphs	  and	  archosauromorphs	  drove	  the	  observed	  body	  size	  trends	  is	  weakened	  by	  recent	  studies	  suggesting	  that	  early	  mammals	  originally	  occupied	  a	  nocturnal	  niche,	  rather	  than	  being	  displaced	  to	  such	  a	  niche	  during	  the	  rise	  of	  dinosaurs	  (Angielczyk	  &	  Schmitz,	  2014).	  This	  does	  not,	  however,	  preclude	  the	  possibility	  that	  early	  mammals	  only	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retained	  the	  occupation	  of	  the	  nocturnal	  niche	  in	  order	  to	  continue	  avoiding	  the	  larger	  archosauromorph	  predators.	  	  	   While	  natural	  selection	  often	  favors	  the	  higher-­‐reproductive	  rates	  of	  smaller	  body	  sizes,	  niche	  shifts	  that	  decrease	  mortality	  can	  favor	  larger	  sizes	  (Brown	  &	  Sibly,	  2006).	  The	  later	  reversion	  to	  a	  more	  random	  evolutionary	  mode	  and	  increase	  in	  the	  rate	  of	  body	  size	  evolution	  in	  mammals	  near	  the	  K-­‐Pg	  boundary	  is	  suggestive	  of	  a	  situation	  in	  which	  prior	  constraints	  are	  released	  and	  greater	  size	  variation	  is	  thereby	  allowed.	  These	  prior	  constraints	  might	  have	  resulted	  from	  any	  of	  the	  factors	  described	  above,	  including	  the	  specialized,	  nocturnal	  lifestyle	  of	  early	  mammals,	  and/or	  competition	  with	  or	  predation	  by	  archosauromorphs.	  The	  extinction	  of	  many	  animals	  at	  the	  K-­‐Pg	  boundary	  might	  have	  removed	  or	  minimized	  these	  constraints	  and	  thereby	  provided	  the	  ecological	  opportunity	  (via	  changes	  in	  land	  area,	  global	  temperature,	  and	  atmospheric	  oxygen)	  for	  mammalian	  body	  size	  to	  increase	  rapidly	  (Oliver	  et	  al.,	  2014;	  Saarinen	  et	  al.,	  2014).	  	  	  
Conclusion	  	   Though	  a	  significant	  body	  size	  decrease	  is	  observed	  immediately	  following	  the	  end-­‐Triassic	  extinction,	  evidence	  for	  an	  active	  trend	  toward	  body	  size	  reduction	  remains	  absent	  in	  the	  lineage	  leading	  to	  mammals.	  While	  random	  walk	  (BM)	  was	  the	  predominant	  mode	  of	  body	  size	  evolution	  across	  the	  entire	  synapsid	  phylogeny,	  there	  was	  a	  definitive	  shift	  to	  stabilizing	  selection	  for	  a	  period	  of	  time	  following	  the	  evolution	  of	  early	  mammals.	  This	  period	  of	  stasis	  was	  accompanied	  by	  a	  concurrent	  decrease	  in	  the	  rate	  of	  body	  size	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evolution.	  The	  conjunction	  of	  these	  events	  suggests	  that	  mammals	  may	  have	  reached	  an	  optimal	  size	  for	  their	  environment	  during	  this	  timeframe.	  Furthermore,	  as	  early	  mammals	  exhibited	  different	  evolutionary	  dynamics	  than	  their	  synapsid	  ancestors,	  it	  is	  possible	  that	  smaller	  body	  size	  was	  advantageous	  for	  early	  mammals	  but	  not	  their	  synapsid	  ancestors.	  Results	  are	  also	  consistent	  with	  the	  K-­‐Pg	  extinction	  releasing	  prior	  constraints	  on	  mammalian	  body	  size	  and	  allowing	  a	  resurgent	  increase	  in	  the	  rate	  of	  body	  size	  evolution	  and	  overall	  body	  size.	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CHAPTER	  3:	  AN	  EARFUL	  OF	  JAW,	  THEN	  AND	  NOW:	  USING	  MODERN	  
MARSUPIALS	  TO	  UNDERSTAND	  A	  MAJOR	  EVOLUTIONARY	  TRANSITION	  
IN	  THE	  PALEONTOLOGICAL	  RECORD	  
	  
	  
Introduction	  	   German	  anatomist	  Karl	  Reichert	  (Reichert,	  1837)	  first	  noted	  the	  peculiar	  “developmental	  history	  of	  the	  little	  hearing	  bones,”	  and	  proposed	  the	  homology	  between	  postdentary	  elements	  in	  the	  reptilian	  jaw	  and	  the	  middle	  ear	  bones	  of	  mammals.	  He	  appeared	  genuinely	  surprised	  to	  find	  this	  connection,	  stating,	  “Seldom	  have	  we	  met	  a	  case,	  in	  any	  part	  of	  animal	  organization,	  in	  which	  the	  original	  form	  of	  an	  early	  [embryological]	  condition	  undergoes	  such	  extensive	  change	  as	  in	  the	  ear	  bones	  of	  mammals.	  We	  would	  scarcely	  believe	  it…nevertheless,	  it	  happens	  in	  fact.”	  Much	  time	  and	  effort	  has	  since	  gone	  into	  verifying	  this	  transition	  and	  attempting	  to	  account	  for	  how	  it	  actually	  occurs.	  It	  is	  now	  typically	  held	  that	  expansions	  of	  the	  chewing	  musculature	  and	  improved	  dental	  occlusion	  may	  have	  led	  to	  poster	  expansion	  of	  the	  dentary	  and	  the	  formation	  of	  a	  secondary	  mandibular	  joint	  (Crompton	  &	  Jenkins,	  1979;	  Gaupp,	  1913;	  Hopson	  &	  Crompton,	  1969).	  This	  secondary	  joint	  freed	  the	  future	  middle	  ear	  ossicles	  from	  a	  previously	  necessary	  constraint	  and	  allowed	  selection	  to	  proceed	  for	  increased	  hearing	  capability.	  Though	  an	  alternative	  idea	  that	  the	  middle	  ear	  elements	  were	  forcibly	  displaced	  due	  to	  an	  expanding	  braincase	  (Maier,	  1989;	  Rowe,	  1996)	  was	  once	  considered	  a	  potential	  explanation,	  it	  has	  since	  been	  later	  disputed	  by	  some	  (Meng	  et	  al.,	  2003;	  Ramírez-­‐Chaves	  et	  al.,	  2016).	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Discussions	  regarding	  the	  origin	  of	  the	  mammalian	  middle	  ear	  often	  provoke	  debate	  on	  larger	  issues	  surrounding	  the	  time	  frame	  of	  mammalian	  origins	  and	  the	  actual	  defining	  characteristics	  of	  mammals	  (Bi	  et	  al.,	  2014;	  Luo	  et	  al.,	  2015;	  Meng	  et	  al.,	  2014;	  Zheng	  et	  al.,	  2013;	  Zhou	  et	  al.,	  2013).	  Potential	  times	  for	  the	  origin	  of	  mammals	  range	  from	  the	  late	  Triassic	  to	  the	  mid	  Jurassic,	  but	  a	  shared	  commonality	  between	  the	  arguments	  often	  hangs	  on	  the	  presence	  or	  absence	  of	  the	  definitive	  mammalian	  middle	  ear	  (DMME).	  The	  DMME	  is	  represented	  by	  an	  ectotympanic,	  malleus,	  and	  incus	  (formerly	  derived	  from	  the	  angular,	  articular,	  and	  quadrate,	  respectively)	  that	  have	  become	  separated	  from	  the	  dentary	  and	  are	  now	  “strictly	  auditory	  structures”	  (Allin	  &	  Hopson,	  1992;	  Luo,	  2011).	  The	  separation	  and	  reduced	  size	  of	  middle	  ear	  structures	  equates	  with	  higher	  frequency	  sensitivities	  (Manley,	  1972;	  Masterton	  et	  al.,	  1969).	  This	  is	  in	  line	  with	  the	  presumed	  body	  size	  and	  habit	  of	  early	  mammals,	  which	  were	  considered	  to	  be	  small,	  nocturnal	  insectivores	  (Crompton	  &	  Jenkins,	  1979;	  Jenkins	  &	  Parrington,	  1976;	  Kielan-­‐Jaworowska	  et	  al.,	  2005).	  	  	   By	  many	  accounts,	  the	  standard	  mammalian	  middle	  ear	  evolved	  multiple	  times	  independently,	  at	  least	  twice	  and	  possibly	  more	  than	  five	  times,	  in	  the	  lineages	  leading	  up	  to	  modern	  monotremes	  and	  therians	  (Allin	  &	  Hopson,	  1992;	  Ji	  et	  al.,	  2009;	  Luo,	  2007;	  Rich	  et	  al.,	  2005).	  Understanding	  the	  homology	  between	  the	  middle	  ear	  and	  jaw	  structures	  is	  crucial	  for	  fully	  appreciating	  mammalian	  evolution	  in	  general	  (Gaupp,	  1913).	  Given	  the	  importance	  of	  such	  a	  transition,	  it	  would	  seem	  imperative	  to	  shed	  light	  on	  the	  situation	  using	  any	  means	  necessary.	  Yet,	  the	  inconsistencies	  in	  fossil	  preservation	  leave	  us	  to	  search	  elsewhere	  for	  guidance.	  Maier	  (Maier,	  1989)	  proposed	  the	  ontogenetic	  development	  of	  marsupials	  could	  help	  illuminate	  this	  problem,	  and	  we	  would	  certainly	  agree.	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   Modern	  marsupials	  undergo	  a	  very	  short	  gestational	  period	  and	  are	  born	  in	  an	  incredibly	  premature	  state	  (Clark	  &	  Smith,	  1993;	  Macrini,	  2004).	  At	  the	  time	  of	  birth,	  the	  hindlimbs	  are	  quite	  underdeveloped,	  and	  the	  newborns	  are	  forced	  to	  undergo	  a	  forelimb	  powered	  crawl	  to	  the	  teats	  in	  order	  to	  survive	  (Hübler	  et	  al.,	  2013;	  Keyte	  &	  Smith,	  2010;	  Martin	  &	  Mackay,	  2003;	  Sears	  &	  Janis,	  2004).	  Those	  that	  complete	  the	  crawl	  will	  latch	  on	  and	  continue	  their	  developmental	  sequence	  externally.	  More	  importantly,	  for	  our	  purposes,	  the	  newborns	  still	  possess	  an	  essentially	  reptilian	  jaw	  joint	  at	  the	  time	  of	  birth,	  with	  the	  articular	  and	  quadrate	  still	  fully	  connected	  to	  the	  mandible	  (Crompton	  &	  Parker,	  1978;	  Filan,	  1991;	  Maier,	  1989;	  Sánchez-­‐Villagra	  et	  al.,	  2002).	  Not	  until	  afterwards,	  during	  the	  neonatal	  stages,	  do	  these	  elements	  detach	  from	  the	  dentary	  and	  become	  fully	  incorporated	  into	  the	  middle	  ear.	  This	  certainly	  appears	  to	  be	  an	  instance	  when	  ontogeny	  may	  actually	  recapitulate	  phylogeny.	  With	  this	  in	  mind,	  we	  sought	  to	  characterize	  the	  postnatal	  developmental	  sequence	  of	  Monodelphis,	  and	  use	  this	  data	  to	  make	  an	  informed	  comparison	  with	  the	  phylogenetic	  transformation,	  as	  seen	  in	  the	  fossil	  record.	  	  	  
Methods	  	  
Monodelphis	  domestica	  pups	  were	  collected	  from	  a	  colony	  maintained	  by	  the	  Sears	  Lab	  at	  the	  University	  of	  Illinois	  at	  Urbana-­‐Champaign	  (UIUC),	  in	  accordance	  with	  fully	  approved	  IACUC	  procedures.	  Adults	  are	  placed	  together	  for	  five-­‐day	  intervals	  in	  order	  to	  breed,	  and	  matings	  are	  confirmed	  via	  video	  captured	  on	  an	  IR	  camera	  (Keyte	  &	  Smith,	  2008).	  Births	  occur	  after	  a	  gestation	  period	  of	  approximately	  14	  days.	  Potentially	  pregnant	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opossums	  are	  checked	  every	  morning	  around	  this	  period	  of	  time.	  The	  date	  that	  pups	  are	  first	  observed	  is	  designated	  as	  day	  1.	  	  	   Pups	  were	  first	  collected	  on	  postnatal	  day	  1	  and	  at	  5-­‐day	  intervals	  thereafter	  (day	  5,	  10,	  15…),	  up	  to	  postnatal	  day	  40	  (n=	  minimum	  of	  3	  per	  stage).	  Specimens	  were	  euthanized	  via	  carbon	  dioxide	  inhalation,	  followed	  by	  cervical	  dislocation.	  Heads	  were	  severed	  at	  approximately	  the	  third	  cervical	  vertebrae,	  skinned,	  and	  fixed	  in	  4%	  paraformaldehyde	  (PFA	  in	  1xPBS)	  overnight	  at	  4°C.	  On	  the	  following	  day,	  specimens	  were	  dehydrated	  in	  a	  methanol	  series	  (25%,	  50%,	  75%)	  into	  100%	  MeOH,	  and	  stored	  at	  -­‐20°C.	  	  	   Imaging	  of	  the	  heads	  was	  conducted	  on	  an	  Xradia	  Bio	  MicroCT	  (MicroXCT-­‐400),	  housed	  within	  the	  Beckman	  Institute	  Imaging	  Technology	  Group	  (ITG)	  at	  UIUC.	  The	  microCT	  scanner	  produces	  high-­‐resolution	  3D	  x-­‐ray	  images	  at	  sub-­‐1	  micron	  pixel	  resolution.	  X-­‐ray	  specifications	  were	  set	  to	  source	  voltage	  20-­‐40kV,	  power	  4.0-­‐8.0W,	  and	  current	  200uA,	  depending	  upon	  the	  extent	  of	  ossification	  for	  each	  specimen.	  We	  used	  a	  0.5x	  lens	  with	  1x	  binning,	  and	  captured	  ~800-­‐900	  images	  per	  sample.	  	  	   Initial	  scanning	  was	  conducted	  by	  placing	  the	  heads	  in	  a	  clear	  plastic	  vial	  with	  a	  methanol	  soaked	  sponge	  at	  the	  bottom	  to	  prevent	  desiccation	  during	  the	  scan.	  This	  proved	  to	  work	  well	  for	  visualization	  of	  ossified	  structures	  but	  was	  unable	  to	  resolve	  cartilage	  very	  well.	  X-­‐ray	  absorption	  in	  cartilage	  is	  similar	  to	  that	  of	  soft	  tissue	  and	  thus	  difficult	  to	  differentiate.	  In	  order	  to	  correct	  for	  this,	  the	  mostly	  cartilaginous	  younger	  specimens	  were	  dried	  out	  before	  scanning.	  While	  conventional	  drying	  would	  distort	  the	  tissue	  size	  and	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shape,	  critical	  point	  drying	  allows	  the	  tissue	  to	  dry	  rapidly	  at	  high	  pressure	  and	  preserves	  shape.	  We	  utilized	  a	  Tousimis	  931	  Series	  Critical	  Point	  Dryer	  with	  a	  critical	  point	  set	  >1072	  psi	  and	  >31°C	  for	  15-­‐20	  minutes	  depending	  upon	  sample	  size.	  	  	   Three-­‐dimensional	  reconstruction	  and	  analysis	  was	  conducted	  using	  Amira	  5.6.0	  software	  (FEI	  Visualization	  Sciences	  Group,	  Bordeaux,	  France)	  on	  systems	  located	  in	  the	  Beckman	  Center	  Visualization	  Laboratory.	  MicroCT	  images	  were	  compiled	  and	  converted	  into	  out-­‐of-­‐core	  algorithm	  files	  for	  use	  in	  Amira.	  The	  data	  was	  initially	  displayed	  as	  a	  volren	  direct	  volume	  rendering	  of	  the	  entire	  skull.	  Afterwards,	  the	  segmentation	  editor	  was	  used	  to	  capture	  individual	  structures	  within	  the	  head	  and	  compute	  the	  surface	  generation	  in	  order	  to	  highlight	  each	  element	  separately	  (Fig.	  3.1).	  	  	   Additional	  specimens	  were	  prepared	  via	  skinning	  and	  drying	  at	  room	  temperature,	  followed	  with	  skeletal	  cleaning	  by	  dermestid	  beetles	  (in	  the	  Sears	  Lab).	  After	  several	  days,	  the	  skulls	  were	  retrieved	  from	  the	  beetle	  colony	  and	  frozen	  to	  remove	  any	  remaining	  larvae.	  Skulls	  were	  then	  bleached	  in	  ammonia	  for	  24	  hours,	  and	  rinsed	  with	  water	  before	  drying.	  Specimens	  were	  then	  imaged	  using	  a	  Leica	  M205	  C	  stereo	  microscope	  with	  a	  Leica	  DFC425	  digital	  camera	  (in	  the	  Suarez	  Lab),	  utilizing	  the	  Leica	  Application	  Suite	  (LAS)	  version	  3.8.	  This	  was	  completed	  for	  skulls	  beginning	  at	  postnatal	  day	  21	  and	  forward	  through	  adulthood.	  Skulls	  for	  earlier	  stages	  were	  not	  sufficiently	  ossified	  to	  make	  it	  through	  the	  dermestid	  cleaning	  without	  being	  entirely	  consumed.	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Finally,	  an	  additional	  set	  of	  specimens	  were	  cleared	  and	  stained	  for	  visualization	  with	  an	  Axio	  Zoom	  microscope.	  Monodelphis	  heads	  were	  rehydrated	  from	  100%	  methanol	  and	  rinsed	  in	  PBS	  for	  30	  minutes.	  They	  were	  then	  stained	  over	  night	  in	  0.02%	  Alcian	  blue	  (Sigma-­‐Aldrich	  A5268)	  in	  ethanol	  and	  30%	  glacial	  acetic	  acid,	  to	  highlight	  cartilage.	  The	  following	  day,	  heads	  were	  washed	  for	  an	  hour	  each	  in	  100%,	  95%	  and	  70%	  ethanol,	  and	  then	  washed	  with	  deionized	  water	  for	  an	  hour.	  Next,	  they	  went	  through	  a	  secondary	  stain	  of	  0.1%	  Alizarin	  red	  (Sigma-­‐Aldrich	  A5533	  )	  in	  1%	  KOH	  overnight,	  for	  ossified	  structures.	  Afterwards,	  they	  were	  placed	  in	  a	  1%	  KOH	  solution	  (potassium	  hydroxide	  in	  ddH2O),	  changed	  daily,	  and	  rocked	  at	  room	  temperature	  for	  several	  days	  until	  the	  tissue	  was	  fully	  cleared	  and	  skeletal	  features	  were	  visible.	  Once	  cleared,	  they	  were	  stored	  in	  a	  2:1	  mixture	  of	  KOH	  and	  glycerol	  (modified	  from	  Ovchinnikov	  2009	  (Ovchinnikov,	  2009)).	  	  	   Cleared	  and	  stained	  specimens	  were	  imaged	  on	  an	  Axio	  Zoom	  V16	  motorized	  fluorescence	  stereo	  zoom	  microscope	  with	  ApoTome	  2.0	  optical	  sectioning	  illumination,	  using	  an	  Axiocam	  HR	  high	  resolution	  microscanning	  camera.	  This	  equipment	  is	  housed	  in	  the	  Core	  Facilities	  of	  the	  Carl	  R.	  Woese	  Institute	  for	  Genomic	  Biology.	  Images	  were	  collected	  and	  processed	  using	  the	  Zen	  2.0	  program.	  	  	   Comparative	  images	  of	  fossil	  taxa	  (Fig.	  3.2)	  were	  gathered	  from	  the	  primary	  literature.	  Various	  stages	  of	  extant	  Monodelphis	  were	  compared	  to	  representative	  specimens	  of	  fossil	  Cynognathus	  (Kermack	  et	  al.,	  1973),	  Diademodon	  and	  Cricodon	  (Crompton	  &	  Parkyn,	  1963),	  Sinoconodon,	  Morganucodon	  and	  Castorcauda	  (Luo,	  2011),	  
Megaconus	  (Zhou	  et	  al.,	  2013),	  Yanoconodon	  (Luo	  et	  al.,	  2007a),	  Maotherium	  and	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Lambdopsalis	  (Ji	  et	  al.,	  2009),	  and	  Liaoconodon	  (Meng	  et	  al.,	  2011).	  These	  specific	  taxa	  were	  chosen	  for	  their	  exceptional	  preservation	  of	  postdentary	  elements.	  	  	  
Results	  	   At	  birth,	  Monodelphis	  articular	  and	  the	  quadrate	  are	  connected	  to	  the	  Meckel’s	  cartilage	  and	  the	  mandible,	  much	  like	  that	  of	  modern	  reptiles	  and	  early	  synapsids	  (Fig.	  3.3A)	  (Filan,	  1991;	  Maier,	  1989).	  These	  two	  bones	  will	  later	  become	  the	  malleus	  and	  incus,	  respectively,	  of	  the	  middle	  ear.	  Anterior	  to	  the	  main	  body	  of	  the	  articular/malleus,	  the	  gonial	  process	  and	  the	  surangular	  are	  indistinguishable	  and	  blend	  into	  the	  Meckel’s	  cartilage	  as	  it	  extends	  forward	  into	  the	  dentary.	  The	  dentary	  itself	  is	  underdeveloped	  and	  only	  reaches	  to	  the	  midpoint	  of	  the	  Meckel’s	  cartilage.	  The	  articular	  has	  a	  slight	  posterior	  flare,	  equivalent	  to	  a	  retroarticular	  process.	  Overall,	  the	  postdentary	  structures	  are	  consistent	  in	  form	  with	  early	  Triassic	  synapsids	  such	  as	  Cricodon,	  Cynognathus,	  and	  
Diademodon.	  These	  organisms	  existed	  ~242-­‐247	  million	  years	  ago	  (mya)	  and	  their	  fossils	  display	  highly	  congruent	  morphologies.	  	  	   By	  postnatal	  day	  5	  in	  Monodelphis	  development,	  the	  dentary	  has	  almost	  reached	  the	  most	  anterior	  portion	  of	  the	  angular	  (Fig.	  3.3B),	  which	  will	  later	  become	  the	  ectotympanic	  ring	  housing	  the	  tympanic	  membrane.	  The	  reflective	  lamina	  of	  the	  ectotypanic	  has	  begun	  to	  extend	  ventrally	  and	  slightly	  posteriorly.	  This	  portion	  becomes	  the	  ventral	  ring	  of	  the	  ectotympanic,	  helping	  to	  support	  the	  tympanum.	  The	  retroarticluar	  process	  continues	  to	  extend	  ventrally	  and	  slightly	  anteriorly.	  This	  stage	  is	  most	  reminiscent	  of	  late	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Triassic/early	  Jurassic	  (~189-­‐205	  mya)	  forms	  such	  as	  Sinoconodon	  and	  Morganucodon.	  Both	  organisms	  exhibit	  a	  double	  craniomandibular	  joint	  (Crompton,	  1972),	  the	  traditional	  articular-­‐quadrate	  joint	  and	  the	  newly	  formed	  dentary-­‐squamosal	  joint.	  The	  similarity	  between	  postdentary	  structures	  in	  one	  week	  old	  Monodelphis	  and	  those	  of	  an	  adult	  
Morganucodon	  has	  also	  been	  noted	  by	  Maier	  (Maier,	  1989).	  	  	   At	  postnatal	  day	  10,	  the	  dentary	  has	  reached	  the	  surangular	  and	  the	  anterior	  reaches	  of	  the	  gonial	  (Fig.	  3.3C).	  The	  gonial	  has	  formed	  a	  distinct	  trough,	  in	  which	  rests	  the	  Meckel’s	  cartilage.	  The	  angular/ectotympanic	  is	  much	  more	  defined	  and	  clearly	  distinct	  from	  the	  articular	  and	  Meckel’s	  cartilage.	  The	  reflective	  lamina	  and	  retroarticular	  process	  continue	  to	  curve	  and	  extend	  posteriorly	  and	  anteriorly,	  respectively.	  This	  stage	  has	  begun	  to	  resemble	  Castorcauda	  and	  Megaconus	  of	  the	  late	  Jurassic	  (~161-­‐164	  mya),	  though	  
Megaconus	  does	  not	  extend	  the	  retroarticular	  process	  quite	  as	  far.	  	  Additionally,	  
Castorcauda	  has	  a	  deeper	  indentation	  between	  the	  coronoid	  and	  condyle	  and	  of	  the	  dentary,	  which	  will	  become	  more	  prominent	  throughout	  the	  evolution	  of	  early	  mammaliaformes.	  	  	   The	  malleus	  of	  postnatal	  day	  15	  Monodelphis	  has	  begun	  to	  develop	  a	  distinct	  head	  on	  the	  dorsal	  portion	  (Fig.	  3.3D),	  though	  the	  short	  arm	  and	  early	  manubrium	  are	  not	  well	  resolved	  on	  the	  scanned	  specimens.	  The	  ventral	  curvature	  of	  the	  ectotympanic	  is	  nearly	  complete	  but	  still	  gracile.	  	  The	  dentary	  has	  just	  come	  into	  contact	  with	  the	  squamosal	  forming	  the	  secondary	  craniomandibular	  joint	  (Fig.	  3.4).	  This	  is	  consistent	  with	  Maier	  (Maier,	  1989)	  stating	  that	  the	  dentary-­‐squamosal	  connection	  occurred	  at	  approximately	  
	   28	  
two	  weeks	  of	  age	  (Maier	  did	  not	  provide	  clearly	  defined	  ages).	  This	  stage	  shares	  morphological	  similarities	  with	  Yanoconodon	  and	  Maotherium	  from	  the	  early	  Cretaceous	  (~122-­‐130	  mya).	  Yanoconodon	  exhibits	  mediolateral	  separation	  of	  the	  postdentary	  elements	  from	  the	  mandible	  (Luo	  et	  al.,	  2007a),	  only	  retaining	  a	  connection	  via	  the	  Meckel’s	  cartilage,	  and	  this	  is	  seen	  in	  our	  extant	  form	  as	  well.	  These	  early	  stages	  maintain	  a	  fairly	  consistent	  pattern	  whereby	  every	  five	  days	  corresponds	  with	  nearly	  a	  40	  million	  year	  jump	  to	  the	  phenotypes	  observed	  at	  those	  points	  in	  deep	  time.	  	  	   The	  next	  five	  days,	  leading	  to	  postnatal	  day	  20	  opossums,	  does	  not	  equate	  to	  such	  a	  large	  jump	  in	  history,	  as	  this	  stage	  appears	  most	  closely	  in	  line	  with	  Liaoconodon	  	  (~112-­‐125	  mya).	  The	  ectotympanic	  displays	  complete	  curvature	  and	  is	  now	  very	  robust	  (Fig.	  3.3E),	  while	  a	  distinct	  manubrium	  has	  developed	  off	  the	  short	  arm	  of	  the	  malleus	  (only	  the	  manubrial	  base	  is	  present	  in	  the	  fossil	  form).	  The	  manubrium	  will	  rest	  against	  the	  tympanum	  and	  serve	  as	  the	  starting	  point	  for	  carrying	  sound	  wave	  vibrations	  down	  the	  ossicular	  chain	  to	  the	  oval	  window.	  The	  incus	  is	  also	  greatly	  enlarged,	  more	  closely	  resembling	  the	  adult	  form,	  and	  a	  clear	  connection	  with	  the	  stapes	  is	  observed.	  The	  most	  important	  point	  of	  distinction	  between	  the	  extinct	  and	  extant	  forms	  is	  found	  in	  the	  disconnection	  of	  Meckel’s	  cartilage	  from	  the	  malleus	  at	  day	  20	  in	  Monodelphis.	  This	  is	  the	  first	  point	  where	  breakdown	  and	  separation	  is	  observed,	  standing	  in	  stark	  contrast	  to	  the	  retained	  connection	  of	  ossified	  Meckel’s	  in	  Liaoconodon,	  where	  it	  likely	  served	  as	  a	  stabilizing	  structure.	  However,	  Liaoconodon	  is	  still	  regarded	  as	  the	  first	  fossil	  specimen	  with	  a	  fully	  ossified	  Meckel’s,	  ectotympanic,	  malleus,	  and	  incus	  (Meng	  et	  al.,	  2011).	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Jumping	  forward	  to	  the	  postnatal	  day	  30	  opossum,	  we	  find	  a	  morphology	  in	  line	  with	  the	  post-­‐Cretaceous	  multituberculate	  Lambdopsalis	  (~55-­‐58	  mya).	  In	  both	  instances,	  the	  remaining	  anterior	  Meckel’s	  cartilage	  has	  completely	  degraded,	  leaving	  the	  middle	  ear	  ossicles	  fully	  independent	  of	  the	  dentary	  (Fig.	  3.3F).	  The	  ectotympanic	  ring	  and	  manubrium	  of	  the	  malleus	  are	  both	  completely	  formed	  as	  well.	  Both	  taxa	  now	  display	  a	  more	  typical	  definitive	  mammalian	  middle	  ear	  (DMME)	  at	  this	  point.	  	  	   Lastly,	  the	  total	  length	  of	  the	  ossicles	  was	  measured,	  from	  the	  most	  anterior	  to	  most	  posterior	  points,	  throughout	  development.	  This	  was	  initially	  compared	  to	  the	  overall	  skull	  length	  from	  tip	  of	  rostrum	  to	  furthest	  reaches	  of	  the	  occipital	  condyles	  (posterior	  of	  interparietal	  in	  earlier	  stages,	  as	  the	  exoccipital	  is	  not	  yet	  fully	  formed).	  Until	  three	  weeks	  of	  age,	  the	  middle	  ear	  ossicles	  comprise	  21%	  of	  the	  overall	  skull	  length.	  This	  will	  later	  decrease	  to	  only	  8%	  of	  skull	  length	  by	  the	  time	  Monodelphis	  have	  reached	  adulthood	  (Fig.	  3.5,	  Table	  3.1).	  Ostensibly,	  it	  would	  appear	  that	  the	  ossicles	  decrease	  in	  size	  throughout	  later	  development.	  However,	  when	  the	  ossicles	  themselves	  are	  compared	  across	  stages,	  ignoring	  the	  relative	  length	  of	  the	  entire	  skull,	  it	  becomes	  apparent	  that	  this	  is	  not	  the	  case.	  Conversely,	  the	  middle	  ear	  elements	  increase	  in	  size	  until	  reaching	  their	  peak	  at	  postnatal	  day	  35,	  at	  which	  point	  they	  maintain	  that	  size	  (Fig.	  3.6),	  and	  never	  actually	  decrease.	  Rather,	  the	  remainder	  of	  the	  cranium	  and	  rostrum	  continues	  to	  enlarge	  and	  elongate	  until	  nearly	  6	  months	  of	  age,	  providing	  the	  illusion	  that	  the	  ossicles	  have	  decreased	  in	  size	  and	  moved	  posteriorly.	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Discussion	  	   The	  overall	  developmental	  transition	  observed	  in	  postnatal	  ontogeny	  of	  
Monodelphis	  middle	  ear	  structures	  tightly	  correlates	  with	  the	  evolutionary	  transition	  found	  in	  the	  synapsid	  lineage	  fossil	  record.	  While	  some	  minor	  differences	  are	  occasionally	  found	  between	  features,	  there	  are	  no	  drastic	  incongruous	  departures	  between	  the	  comparative	  stages.	  The	  dentary-­‐squamosal	  joint	  appears	  in	  the	  fossil	  record	  prior	  to	  comparative	  stages	  of	  middle	  ear	  development,	  though	  this	  is	  understandably	  so.	  The	  secondary	  joint	  would	  be	  much	  more	  necessary	  for	  an	  adult	  creature	  than	  the	  neonatal	  Monodelphis,	  which	  at	  that	  time	  still	  maintains	  a	  peridermal	  lip	  fusion	  with	  the	  maternal	  teats.	  This	  temporary	  lip	  closure	  is	  proposed	  to	  allow	  neonate	  feeding	  to	  proceed	  via	  a	  combination	  of	  Meckel’s	  flexure	  and	  “pump-­‐sucking”	  through	  tongue	  motion	  (Filan,	  1991;	  Müller,	  1968).	  	  	   	  Both	  the	  reflective	  lamina	  and	  the	  retroarticular	  process	  formerly	  serviced	  as	  muscle	  attachment	  points	  (Barghusen,	  1968;	  Hopson,	  1966).	  However,	  the	  jaw	  has	  undergone	  much	  musculature	  shifting	  (Barghusen,	  1968;	  Parrington	  &	  Westoll,	  1940),	  including	  the	  masseter,	  adductor	  and	  temporalis.	  Muscles	  shifting	  off	  of	  the	  reflective	  lamina	  and	  retroarticular	  process	  have	  freed	  them	  to	  become	  the	  ventral	  ring	  of	  the	  ectotympanic	  and	  short	  arm	  of	  the	  malleus,	  respectively.	  Though	  previously	  considered	  to	  be	  homologous	  with	  the	  manubrium	  (Kermack	  &	  Mussett,	  1983),	  the	  retroarticular	  process	  is	  now	  known	  definitively	  to	  be	  equivalent	  to	  the	  short	  arm	  of	  the	  malleus	  (O'Gorman,	  2005)	  based	  upon	  fate-­‐mapping	  studies	  of	  neural	  crest	  cells.	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Perhaps	  the	  biggest	  question	  regarding	  this	  transition	  is	  whether	  it	  was	  driven	  by	  auditory	  (Allin,	  1975)	  or	  masticatory	  functioning	  (Crompton,	  1972;	  Parrington,	  1979).	  Allin	  (Allin,	  1975)	  argued	  that	  dentary	  dominance	  “was	  to	  an	  important	  extent	  a	  reflection	  of	  auditory	  adaptation,”	  while	  Crompton	  (Crompton,	  1972)	  proclaimed	  the	  formation	  of	  the	  dentary-­‐squamosal	  joint	  is	  what	  actually	  “allowed	  the	  reduced	  quadrate	  and	  articular	  to	  assume	  a	  sound-­‐conducting	  role.”	  Though	  decades	  have	  gone	  by,	  the	  debate	  is	  far	  from	  being	  resolved	  and	  still	  remains	  controversial	  (Takechi	  &	  Kuratani,	  2010).	  However,	  if	  
Monodelphis	  can	  be	  used	  as	  a	  proxy	  for	  understanding	  past	  evolutionary	  changes,	  it	  may	  be	  worth	  noting	  that	  they	  are	  incapable	  of	  hearing	  until	  at	  least	  24	  days	  after	  birth	  (Aitkin	  et	  al.,	  1997).	  Perhaps	  it	  is	  not	  coincidental	  that	  the	  onset	  of	  hearing	  does	  not	  take	  place	  until	  after	  the	  mammalian	  jaw	  joint	  has	  formed	  and	  the	  auditory	  ossicles	  have	  detached	  from	  the	  Meckel’s	  cartilage.	  This	  would	  appear	  to	  lend	  credence	  to	  masticatory	  function	  being	  the	  primary	  driver.	  	  	   There	  have	  been	  numerous	  proponents	  of	  competing	  theories	  to	  explain	  how	  early	  mammal-­‐like	  reptiles	  were	  able	  to	  hear	  and	  which	  functional	  and	  morphological	  elements	  lead	  the	  others	  in	  changing	  (Allin,	  1975;	  Henson	  Jr,	  1974;	  Hopson,	  1966;	  Westoll,	  1945).	  
Morganucodon	  hearing	  has	  previously	  been	  estimated	  (Rosowski	  &	  Graybeal,	  1991)	  based	  upon	  allometry	  and	  the	  assumption	  that	  it	  has	  a	  direct	  relationship	  to	  both	  size	  and	  its	  consequences	  (Gould,	  1966).	  Size	  and	  perceived	  stiffness	  of	  the	  Morganucodon	  middle	  ear	  suggests	  it	  could	  likely	  hear	  higher	  frequency	  sounds	  like	  modern	  mammals,	  though	  the	  persistent	  presence	  of	  a	  more	  “bird-­‐reptile-­‐like”	  inner	  ear	  may	  have	  constrained	  them	  to	  a	  narrower	  range	  of	  moderate	  frequencies	  (Rosowski	  &	  Graybeal,	  1991).	  Birds	  and	  reptiles	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are	  typically	  sensitive	  to	  lower	  frequencies,	  while	  mammals	  of	  similar	  size	  are	  more	  sensitive	  to	  higher	  frequencies	  (Manley,	  1972;	  Rosowski	  &	  Graybeal,	  1991).	  Smaller	  body	  size	  is	  often	  associated	  with	  higher	  frequency	  hearing,	  and	  a	  three-­‐ossicle	  chain	  improves	  transmission	  of	  higher	  frequencies	  (Manley,	  2010;	  Nummela	  &	  Sánchez‐Villagra,	  2006).	  	  	   Brainstem	  auditory	  evoked	  potential	  (BAEP)	  in	  Monodelphis	  shows	  a	  consistent	  hearing	  response	  first	  recorded	  at	  29	  days,	  but	  does	  not	  reach	  adult	  audiogram	  peaks	  until	  day	  40	  (Reimer,	  1995).	  In	  another	  approach,	  evoked	  potentials	  from	  click	  stimuli	  were	  first	  observed	  at	  day	  24	  in	  Monodelphis,	  with	  a	  confirmed	  peak	  also	  occurring	  at	  day	  40	  (Aitkin	  et	  al.,	  1997).	  In	  both	  instances,	  the	  initial	  point	  of	  hearing	  does	  not	  occur	  until	  after	  Meckel’s	  cartilage	  separation.	  In	  the	  North	  American	  opossum,	  Didelphis	  virginiana,	  hearing	  occurs	  even	  later	  with	  onset	  beginning	  at	  day	  50	  (Larsell	  et	  al.,	  1935).	  	  	   Another	  lingering	  question	  in	  middle	  ear	  evolution	  has	  been	  where	  did	  the	  tympanum	  actually	  come	  from?	  The	  Morganucodon	  tympanum	  may	  have	  been	  located	  behind	  the	  quadrate	  and	  maintained	  a	  direct	  connection	  to	  the	  stapes	  (Hopson,	  1966;	  Parrington,	  1979;	  Westoll,	  1945).	  Assuming	  this,	  Hopson	  (Hopson,	  1966)	  suggested	  that	  the	  preexisting	  membrane,	  in	  contact	  with	  the	  stapes,	  expanded	  to	  include	  the	  newly	  developed	  manubrium.	  While	  Westoll	  (Westoll,	  1945)	  claimed	  that	  the	  mammalian	  tympanum	  developed	  completely	  de	  novo	  in	  order	  to	  replace	  the	  previously	  existing	  reptilian	  tympanum.	  However,	  Allin	  (Allin,	  1975),	  Kermack	  and	  Musset	  (Kermack	  &	  Mussett,	  1983)	  argued	  that	  the	  tympanic	  membrane	  was	  in	  the	  lower	  jaw,	  connected	  to	  the	  angular	  and	  articular.	  Their	  claim	  was	  that	  a	  post-­‐quadrate	  tympanum	  would	  have	  been	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too	  small	  to	  effectively	  receive	  sound.	  Rosowski	  and	  Graybeal	  (Rosowski	  &	  Graybeal,	  1991)	  also	  favored	  the	  idea	  of	  a	  larger	  membrane	  in	  the	  lower	  jaw.	  	  	   While	  a	  comparison	  with	  evolutionary	  lineages	  represented	  in	  the	  fossil	  record	  was	  our	  primary	  goal,	  it	  may	  also	  be	  worth	  mentioning	  how	  Monodelphis	  development	  stacks	  up	  against	  other	  extant	  marsupials.	  In	  Didelphis,	  the	  craniomandibular	  joint	  forms	  on	  day	  7,	  and	  the	  Meckel’s	  cartilage	  disconnects	  at	  approximately	  day	  16	  (McClain,	  1939),	  both	  slightly	  earlier	  than	  Monodelphis.	  	  Although,	  Didelphis	  exhibits	  remnants	  of	  the	  Meckel’s	  cartilage	  persisting	  much	  longer,	  until	  day	  78,	  at	  which	  point	  ossification	  of	  the	  middle	  ear	  ossicles	  is	  still	  not	  complete.	  Additionally,	  the	  apparent	  negative	  allometry	  between	  the	  developing	  middle	  ear	  bones	  and	  the	  remainder	  of	  the	  skull	  has	  been	  noted	  by	  others	  (Luo,	  2011;	  Nummela	  &	  Sánchez‐Villagra,	  2006),	  most	  recently	  by	  Ramírez-­‐Chazez	  et	  al.	  (Ramírez-­‐Chaves	  et	  al.,	  2016),	  who	  also	  included	  several	  other	  marsupial	  comparisons.	  Included	  in	  their	  analysis	  was	  an	  overview	  of	  development	  in	  a	  few	  other	  smaller	  marsupials	  (including	  Sminthopsis,	  Bettongia,	  and	  Trichosurus),	  all	  of	  which	  displayed	  the	  pattern	  of	  negative	  allometry	  relative	  to	  the	  jaw	  and	  skull.	  Though	  it	  is	  noted	  that	  in	  all	  instances,	  negative	  allometry	  does	  not	  occur	  until	  after	  the	  ossicles	  separate	  from	  Meckel’s	  cartilage,	  as	  confirmed	  in	  our	  series	  of	  Monodelphis	  development	  as	  well.	  Ramírez-­‐Chazez	  et	  al.	  claimed	  there	  is	  no	  relation	  between	  negative	  allometry	  of	  the	  middle	  ear	  bones	  and	  detachment	  of	  the	  joint.	  They	  have	  failed	  to	  recognize	  that	  Meckel’s	  resorption	  actually	  appears	  to	  trigger	  the	  negative	  allometry,	  as	  middle	  ear	  and	  skull	  length	  are	  isometric	  until	  this	  point	  of	  separation.	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Primary	  literature	  abounds	  with	  claims	  of	  ossicle	  size	  reduction	  and	  posterior	  movement	  in	  both	  extinct	  and	  extant	  taxa	  (Allin,	  1975;	  Allin	  &	  Hopson,	  1992;	  Crompton	  &	  Parker,	  1978;	  Maier,	  1989;	  Rowe,	  1996).	  Rowe	  (Rowe,	  1996)	  also	  examined	  Monodelphis	  development	  and	  claimed	  the	  “auditory	  chain	  is	  pulled	  free	  of	  the	  dentary”	  and	  displaced	  backward	  from	  the	  craniomandibular	  joint,	  tearing	  possibly	  due	  to	  the	  “onset	  of	  jaw	  muscle	  functionality.”	  However,	  as	  noted	  above,	  a	  more	  detailed	  look	  at	  their	  ontogeny	  finds	  no	  evidence	  for	  this	  alleged	  posterior	  movement,	  and	  certainly	  no	  indication	  of	  tearing	  when	  the	  Meckel’s	  cartilage	  disconnects.	  Rowe	  (Rowe,	  1996)	  also	  notes	  the	  negative	  allometry,	  but	  claims	  adult	  size	  is	  reached	  at	  the	  end	  of	  the	  third	  week	  and	  separation	  occurs	  shortly	  afterward.	  We	  have	  found	  this	  to	  be	  reversed	  in	  that	  separation	  occurs	  near	  the	  end	  of	  the	  third	  week	  (day	  20	  specifically),	  and	  adult	  proportions	  are	  attained	  later	  (by	  day	  35).	  Furthermore,	  while	  relative	  ossicle	  size	  reduction	  is	  apparent	  in	  the	  fossil	  record,	  this	  never	  actually	  occurs	  in	  the	  extant	  form.	  The	  alleged	  reduction	  in	  size	  is	  merely	  an	  illusion	  generated	  by	  the	  continued	  growth	  and	  elongation	  of	  the	  surrounding	  jaw	  and	  cranial	  elements	  resulting	  in	  negative	  allometric	  scaling.	  	  	  
Conclusion	  	   While	  Ramírez-­‐Chazez	  et	  al.	  (Ramírez-­‐Chaves	  et	  al.,	  2016)	  argue	  that	  phylogenetic	  recapitulation	  is	  not	  occurring	  because	  the	  middle	  ear	  bones	  of	  extant	  organisms	  are	  not	  reducing	  in	  size,	  we	  would	  choose	  to	  highlight	  the	  similarities	  that	  are	  actually	  present.	  Ignoring	  the	  lack	  of	  size	  reduction,	  the	  developmental	  sequence	  of	  our	  extant	  model	  closely	  mirrors	  the	  major	  morphological	  manipulations	  observed	  in	  the	  fossil	  record.	  Of	  course,	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this	  pattern	  of	  recapitulation	  is	  shown	  in	  relation	  to	  time,	  not	  necessarily	  along	  a	  specific	  individual	  lineage,	  due	  to	  the	  lack	  of	  preservation	  in	  enough	  representatives	  of	  any	  given	  lineage.	  Nonetheless,	  this	  is	  a	  process	  known	  to	  have	  occurred	  in	  multiple	  independent	  lineages,	  with	  no	  indication	  that	  it	  varied	  drastically	  from	  one	  to	  the	  other.	  Thus,	  it	  seems	  bringing	  in	  fossil	  examples	  from	  these	  various	  lineages	  to	  match	  up	  against	  the	  developmental	  stages	  is	  reasonable.	  Monodelphis	  development	  follows	  this	  transition,	  harking	  all	  the	  way	  back	  to	  a	  reptile-­‐like	  jaw	  joint	  at	  birth	  and	  tracing	  through	  to	  the	  eventual	  independence	  of	  the	  middle	  ear	  ossicles.	  We	  would	  conclude	  that	  ontogeny,	  at	  least	  in	  this	  instance,	  does	  actually	  appear	  to	  recapitulate	  phylogeny.	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CHAPTER	  4:	  MECHANISMS	  OF	  MAMMALIAN	  MIDDLE	  EAR	  OSSICLE	  
TRANSITION	  FROM	  THE	  REPTILIAN	  JAW	  JOINT:	  INSIGHTS	  FROM	  
EVOLUTIONARY	  DEVELOPMENTAL	  BIOLOGY	  
	  
	  
Introduction	  	   Karl	  Reichert	  (Reichert,	  1837)	  first	  claimed	  that	  mammalian	  middle	  ear	  bones	  were	  derived	  from	  former	  upper	  and	  lower	  jaw	  elements	  of	  reptiles.	  These	  structures	  were	  then	  thought	  to	  have	  reduced	  in	  size	  and	  become	  incorporated	  into	  the	  middle	  ear	  (Sienknecht,	  2013;	  Smith,	  1996).	  In	  fact,	  early	  tetrapod	  middle	  ear	  structures	  can	  be	  seen	  dating	  as	  far	  back	  to	  Panderichthys,	  a	  Devonian	  fish	  (Brazeau	  &	  Ahlberg,	  2006),	  showing	  that	  it	  initially	  evolved	  to	  function	  in	  spiracular	  breathing.	  From	  breathing	  to	  feeding	  to	  hearing,	  these	  elements	  have	  come	  a	  long	  way.	  The	  embryonic	  growth	  of	  every	  mammal	  records	  at	  least	  the	  partial	  pathway	  of	  middle	  ear	  elements	  from	  the	  jaw	  (Gould,	  1990),	  with	  marsupials	  extending	  this	  transition	  postnatally.	  	  	   Marsupials	  are	  born	  with	  a	  reptilian-­‐style	  jaw	  joint	  between	  the	  articular	  and	  quadrate;	  they	  have	  yet	  to	  develop	  a	  temporomandibular	  joint	  (TMJ)	  by	  the	  time	  of	  birth	  (Lillegraven,	  1975).	  These	  bones	  will	  become	  the	  malleus	  and	  incus	  of	  the	  middle	  ear,	  respectively,	  after	  the	  dentary	  forms	  a	  new	  jaw	  joint	  with	  the	  squamosal.	  Only	  later	  does	  release	  of	  the	  malleus	  and	  regression	  of	  Meckel’s	  cartilage	  allow	  specialization	  for	  acoustic	  function	  in	  the	  malleus	  and	  incus	  (Lillegraven,	  1975).	  Separation	  allows	  specialization	  for	  hearing,	  and	  the	  three-­‐ossicle	  chain	  appears	  highly	  adapted	  for	  high	  frequency	  hearing	  (Puria	  &	  Steele,	  2010).	  The	  notable	  value	  of	  high-­‐frequency	  hearing	  on	  land	  may	  have	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actually	  been	  a	  primary	  driver	  for	  the	  evolution	  of	  the	  three-­‐ossicle	  chain	  of	  middle	  ear	  elements	  (Frost	  &	  Masterton,	  1994).	  	  	   In	  modern	  mammals,	  the	  malleus	  and	  incus	  originally	  derive	  from	  a	  single	  cartilaginous	  condensation	  that	  later	  subdivides	  into	  separate	  endochondral	  bones	  (Amin	  &	  Tucker,	  2006)	  just	  as	  the	  articular	  and	  quadrate	  of	  non-­‐mammals	  begins	  from	  one	  cartilaginous	  condensation	  before	  splitting	  into	  individual	  elements	  (Wilson	  &	  Tucker,	  2004).	  Furthermore,	  both	  sets	  have	  been	  shown	  to	  derive	  from	  the	  first	  pharyngeal	  arch	  (Couly	  et	  al.,	  1993).	  This	  highlights	  the	  versatility	  of	  the	  pharyngeal	  developmental	  system	  (Takechi	  &	  Kuratani,	  2010)	  and	  is	  yet	  another	  affirmation	  of	  homology	  between	  the	  articular-­‐quadrate	  and	  malleal-­‐incudal	  joints.	  The	  initial	  condensation	  in	  mammals	  forms	  a	  direct	  connection	  between	  the	  mandible	  and	  middle	  ear.	  In	  mice,	  this	  connection	  breaks	  down	  beginning	  on	  or	  around	  P2.	  The	  Meckel’s	  cartilage	  breakdown	  in	  mammals	  “allows	  functional	  separation	  of	  the	  ear	  from	  the	  jaw”	  (Anthwal	  et	  al.,	  2013),	  a	  step	  which	  does	  not	  occur	  in	  non-­‐mammals	  where	  Meckel’s	  remains	  continuous.	  	  	   Reichert’s	  original	  idea	  has	  also	  been	  backed	  up	  by	  later	  gene	  expression	  analysis.	  For	  instance,	  Bapx1	  is	  a	  jaw	  joint	  marker	  in	  non-­‐mammals	  (Miller	  et	  al.,	  2003),	  whereas	  it	  is	  found	  in	  association	  with	  the	  malleal-­‐incudal	  joint	  in	  mammals	  (Tucker	  et	  al.,	  2004).	  A	  number	  of	  genes	  are	  now	  known	  to	  play	  a	  role	  in	  proper	  middle	  ear	  development,	  and	  any	  changes	  to	  their	  regulation	  and	  expression	  can	  often	  produce	  disastrous	  impairments	  (Chapman,	  2011;	  Luo,	  2011;	  Sienknecht,	  2013;	  Takechi	  &	  Kuratani,	  2010).	  Thus,	  similarities	  in	  developmental	  history,	  origin	  of	  tissues,	  and	  gene	  expression	  (Anthwal	  et	  al.,	  
	   38	  
2013),	  further	  supported	  by	  paleontological	  and	  phylogenetic	  evidence	  (Takechi	  &	  Kuratani,	  2010),	  all	  reinforce	  the	  homology	  between	  the	  mammalian	  middle	  ear	  and	  the	  non-­‐mammalian	  jaw.	  	  	   A	  crucial	  first	  step	  in	  separation	  of	  the	  middle	  ear	  ossicles	  from	  the	  jaw	  and	  the	  formation	  of	  the	  definitive	  mammalian	  middle	  ear	  (DMME)	  is	  the	  breakdown	  of	  Meckel’s	  cartilage	  (MC).	  This	  separation	  is	  found	  in	  the	  fossil	  record	  of	  several	  independent	  mammalian	  lineages	  (Ji	  et	  al.,	  2009;	  Luo,	  2007;	  Meng	  et	  al.,	  2011;	  Rich	  et	  al.,	  2005)	  and	  is	  still	  exhibited	  in	  the	  development	  of	  all	  modern	  mammals.	  While	  the	  fossil	  record	  clearly	  displays	  the	  pattern	  of	  occurrence,	  only	  the	  development	  of	  extant	  organisms	  can	  help	  us	  understand	  the	  processes	  driving	  those	  patterns.	  As	  separation	  occurs	  later	  in	  the	  postnatal	  development	  of	  marsupials,	  Monodelphis	  can	  serve	  as	  an	  extant	  model	  for	  the	  transitions	  observed	  in	  Mesozoic	  mammals	  (Maier,	  1986).	  Studies	  in	  Monodelphis	  also	  have	  the	  advantage	  of	  a	  fully	  sequenced	  reference	  genome	  (Mikkelsen	  et	  al.,	  2007;	  Samollow,	  2008).	  We	  can	  use	  this	  non-­‐model	  system	  to	  elucidate	  how	  and	  when	  changes	  occur	  that	  lead	  to	  the	  separation	  and	  ultimate	  independence	  of	  the	  middle	  ear	  ossicles.	  Specifically,	  discovering	  the	  underlying	  cellular	  and	  genetic	  changes	  that	  drive	  the	  transition	  through	  development.	  	  	  
Methods	  	  
Monodelphis	  domestica	  pups	  were	  collected	  in	  accordance	  with	  approved	  IACUC	  protocols,	  from	  a	  colony	  maintained	  by	  the	  Sears	  Lab	  at	  UIUC.	  Specimens	  were	  euthanized	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via	  carbon	  dioxide	  inhalation,	  followed	  by	  cervical	  dislocation.	  Heads	  were	  severed	  at	  approximately	  the	  third	  cervical	  vertebrae,	  skinned,	  and	  fixed	  in	  4%	  paraformaldehyde	  (PFA	  in	  1xPBS)	  overnight	  at	  4°C.	  On	  the	  following	  day,	  specimens	  were	  dehydrated	  in	  a	  methanol	  series	  (25%,	  50%,	  75%)	  into	  100%	  MeOH,	  and	  stored	  at	  -­‐20°C.	  	   In	  preparation	  for	  cryosectioning,	  specimens	  were	  rehydrated	  through	  a	  reverse	  MeOH	  series	  and	  rinsed	  in	  1xPBS	  for	  1.5	  hours	  (with	  changes	  every	  30	  minutes).	  Afterward,	  they	  were	  sunk	  in	  30%	  sucrose	  solution	  (in	  1xPBS)	  and	  stored	  at	  4°C	  overnight.	  The	  following	  day,	  specimens	  were	  equilibrated	  in	  Optimal	  Cutting	  Temperature	  compound	  (OCT)	  at	  room	  temperature	  for	  1-­‐3	  hours.	  Finally,	  they	  were	  transferred	  into	  a	  mold	  with	  fresh	  OCT	  and	  flash	  frozen	  in	  a	  mixture	  of	  dry	  ice	  and	  ethanol	  (EtOH).	  Frozen	  blocks	  were	  stored	  in	  -­‐80°C	  until	  cut.	  	  	   Specimens	  were	  sectioned	  in	  a	  Thermo	  Scientific	  Cryostat	  Microtom	  (Microm	  HM550)	  located	  in	  either	  the	  department	  of	  Cell	  and	  Developmental	  Biology	  or	  the	  Regenerative	  Biology	  and	  Tissue	  Engineering	  (ReBTE)	  theme	  of	  the	  Carl	  R.	  Woese	  Institute	  for	  Genomic	  Biology.	  Internal	  temperature	  of	  the	  cryostat	  was	  set	  between	  -­‐20	  and	  -­‐24°C,	  and	  the	  tissue	  was	  sectioned	  at	  a	  thickness	  of	  10	  microns.	  Sections	  were	  collected	  on	  superfrost	  glass	  slides	  and	  immediately	  stored	  on	  dry	  ice	  until	  they	  were	  transferred	  to	  a	  freezer.	  	  	   Sections	  from	  16,	  18,	  and	  20	  day	  Monodelphis	  underwent	  immunohistochemistry	  (IHC)	  staining	  in	  order	  to	  highlight	  apoptosis,	  autophagy,	  and	  cellular	  proliferation.	  IHC	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protocol	  for	  cellular	  proliferation	  (using	  P=Histone	  H3	  (Ser10)	  antibody	  from	  Cell	  Signaling	  Technology)	  and	  autophagy	  (using	  Anit-­‐LC3B	  antibody	  (ab51520)	  from	  abcam).	  Day	  1	  of	  protocol:	  blocking	  buffer	  (100mL	  1xPBS	  +	  1mL	  HIGS	  +	  100ul	  Triton	  X-­‐100),	  block	  for	  10	  min,	  gently	  dry,	  100ul	  per	  slide	  phH3	  1:100	  concentration	  (100ul	  buffer	  +	  1ul	  phH3)	  or	  LC3B	  at	  1:1000	  concentration	  (1mL	  buffer	  +	  1ul	  LC3B),	  cover	  slip,	  humidified	  chamber	  in	  4°C	  overnight	  (with	  excess	  buffer).	  Day	  2	  of	  protocol:	  3x	  20	  washes	  with	  blocking	  buffer,	  100ul	  secondary	  antibody	  per	  slide	  1:250	  concentration	  (300ul	  buffer	  +	  1.2ul	  Goat	  anti-­‐Rabbit	  (Alexa	  Fluor	  488	  conjugate	  from	  Invitrogen)),	  cover	  slip,	  humidified	  chamber	  at	  room	  temp	  for	  1	  hour	  (in	  the	  dark),	  3x	  20	  min	  washes	  in	  buffer	  (keep	  in	  dark),	  gently	  dry,	  2-­‐3	  drops	  Vectashield	  Mounting	  Medium	  with	  DAPI,	  store	  at	  4°C	  until	  imaging.	  	  	   IHC	  staining	  for	  cellular	  death	  was	  performed	  using	  the	  EMD	  Millipore	  ApopTag	  Fluorescein	  In	  Situ	  Apoptosis	  Detection	  Kit	  (S7110),	  an	  indirect	  TUNEL	  method.	  Terminal	  deoxynucleotidyl	  transferase	  (TdT)	  modifies	  genomic	  DNA	  for	  detection	  of	  positive	  cells,	  and	  an	  anti-­‐digoxigenin	  antibody	  is	  conjugated	  to	  a	  fluorescent	  reporter.	  Protocol:	  fix	  slides	  in	  1%	  PFA	  in	  1xPBS	  (938ul	  of	  16%	  PFA	  +	  15mL	  PBS),	  2x	  5	  min	  rinses	  in	  1xPBS,	  post	  fix	  in	  pre-­‐cooled	  2:1	  mix	  of	  EtOH:Acetic	  acid	  at	  -­‐20°C,	  2x	  5	  min	  rinses	  in	  1xPBS,	  gently	  dry	  excess	  liquid,	  apply	  75ul	  of	  Equilibration	  Buffer	  per	  slide	  for	  10	  sec,	  remove	  excess	  liquid,	  apply	  55ul	  of	  Working	  Strength	  TdT	  Enzyme	  per	  slide	  (77ul	  Reaction	  Buffer	  +	  33ul	  TdT	  Enzyme),	  coverslip	  and	  place	  in	  humidified	  chamber	  for	  1	  hour	  at	  37°C,	  10	  min	  in	  Working	  Strength	  Stop/Wash	  Buffer	  (1mL	  stop/wash	  +	  34mL	  ddH2O),	  3x	  1	  min	  washes	  in	  1xPBS,	  apply	  65ul	  Anti-­‐Digoxigenin	  Conjugate	  per	  slide	  (62ul	  anti-­‐Digo	  +	  68ul	  Blocking	  Solution),	  coverslip	  and	  place	  in	  humidified	  chamber	  for	  30	  min	  at	  room	  temperature	  (keep	  in	  dark),	  4x	  2	  min	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washes	  in	  1xPBS,	  2-­‐3	  drops	  of	  Vectashield	  Mounting	  Medium	  with	  DAPI	  (4’,6-­‐diamidino-­‐2-­‐phenylindole)	  per	  slide,	  coverslip	  and	  dry	  for	  several	  hours	  in	  the	  dark	  at	  room	  temperature,	  store	  at	  -­‐20°C.	  DAPI	  fluoresces	  when	  bound	  to	  DNA	  and	  is	  used	  as	  a	  nuclear	  counterstain.	  	  	   Some	  IHC	  slides	  were	  also	  counterstained	  with	  phalloidin	  (Life	  Technologies	  A12380,	  Alexa	  Fluor	  568	  conjugate),	  which	  binds	  to	  F-­‐actin,	  for	  higher	  contrast.	  When	  used	  with	  phH3	  and	  LC3B,	  phalloidin	  was	  added	  along	  with	  the	  secondary	  antibody	  on	  Day	  2	  of	  protocol,	  at	  a	  concentration	  of	  1:150	  (mix	  1mL	  buffer	  +	  4ul	  GaR	  +	  6.7ul	  phall).	  When	  using	  phalloidin	  counterstain	  with	  the	  ApopTag	  Kit:	  replace	  EtOH/Acetic	  Acid	  step	  with	  25	  min	  in	  0.3%	  Triton	  X-­‐100	  in	  1xPBS	  at	  room	  temp,	  then	  add	  phalloidin	  at	  a	  concentration	  of	  1:130	  along	  with	  the	  secondary	  (62ul	  anti-­‐Digo	  +	  68ul	  Blocking	  Solution	  +	  1ul	  phalloidin).	  	  	   All	  IHC	  slides	  were	  imaged	  in	  ReBTE	  at	  IGB,	  using	  a	  Leica	  Microsystems	  DMI4000	  B	  automated	  inverted	  fluorescence	  microscope	  with	  a	  Hamamatsu	  ORCA-­‐ER	  high-­‐resolution	  digital	  camera,	  and	  using	  Image-­‐Pro	  Plus	  7.0	  software.	  The	  Hamamatsu	  is	  a	  black	  and	  white	  camera	  so	  all	  images	  where	  taken	  three	  times,	  using	  blue,	  green,	  and	  red	  fluorescence.	  Afterwards,	  the	  separate	  color	  channels	  were	  merged	  into	  one,	  using	  FIJI/ImageJ	  software.	  	  	   Older	  specimens	  were	  prepared	  for	  a	  histology	  comparison	  via	  paraffin	  wax	  sectioning	  followed	  by	  Hematoxylin	  and	  Eosin	  (H&E)	  staining.	  21,	  25,	  30,	  35	  and	  40	  day	  
Monodelphis	  heads	  were	  rehydrated	  out	  of	  MeOH	  (at	  least	  1	  hour	  at	  each	  stage	  of	  series),	  skinned,	  then	  decalcified	  in	  Ethylenediaminetetraacetic	  acid	  (EDTA).	  Samples	  were	  placed	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on	  a	  rocking	  platform	  at	  room	  temperature	  and	  given	  daily	  changes	  of	  EDTA	  for	  a	  full	  week.	  Afterwards,	  they	  were	  placed	  in	  EtOH,	  then	  in	  Xylene	  to	  clear.	  Once	  cleared,	  specimens	  were	  put	  through	  several	  molten	  paraffin	  wax	  changes,	  while	  kept	  at	  66°C	  for	  several	  hours	  during	  each	  change,	  before	  finally	  being	  embedded	  in	  a	  paraffin	  block.	  Once	  ready	  to	  cut,	  they	  were	  sectioned	  on	  a	  Leica	  RM2255	  Fully	  Automated	  Rotary	  Microtome	  set	  at	  10	  microns.	  Sections	  were	  set	  in	  a	  warm	  water	  bath	  before	  placement	  on	  slides,	  and	  then	  dried	  at	  room	  temperature.	  	  	   The	  H&E	  staining	  protocol	  consisted	  of	  the	  following:	  Histoclear	  (~10	  min,	  until	  wax	  is	  gone),	  100%	  EtOH	  (1	  min),	  95%	  EtOH	  (1	  min),	  70%	  EtOH	  (1	  min),	  ddH2O	  (1	  min),	  Alcian	  Blue	  (30	  min),	  rinse	  under	  running	  water	  (until	  the	  water	  runs	  clear),	  ddH2O	  (1	  min),	  Hematoxylin	  (1	  min),	  ddH2O	  (1	  min),	  70%	  EtOH	  (1	  min),	  95%	  EtOH	  (1	  min),	  Eosin	  (30	  sec	  -­‐	  1	  min),	  95%	  EtOH	  (1	  min),	  100%	  EtOH	  (1	  min),	  Histoclear	  or	  Xylene	  (5	  min),	  apply	  several	  drops	  of	  Permount	  and	  cover	  slip.	  Once	  dry,	  the	  slides	  were	  imaged	  in	  the	  Cáceres	  Lab	  at	  UIUC,	  on	  a	  Leica	  DM	  LB	  microscope	  equipped	  with	  a	  Leica	  EC3	  high	  speed	  digital	  color	  camera,	  using	  Leica	  Application	  Suite	  (LAS)	  V4.6	  software.	  Standard	  exposure	  settings	  for	  all	  H&E	  images:	  brightness-­‐	  47%,	  saturation-­‐	  154.00,	  and	  gamma-­‐	  0.60.	  Mus	  musculus	  stages	  E17-­‐P4	  were	  compared	  with	  H&E	  and	  IHC	  as	  well.	  	  	   Additional	  samples	  were	  cryosectioned	  for	  the	  specific	  purpose	  of	  collecting	  tissue	  for	  RNA-­‐Sequencing.	  N=3	  specimens	  were	  collected	  for	  each	  stage	  (16,	  18,	  and	  20	  day)	  on	  Arcturus	  PEN	  membrane	  glass	  slides	  (Applied	  Biosystems),	  five	  slides	  per	  specimen.	  An	  Arcturus	  Veritas	  Microdissection	  Instrument	  was	  used	  for	  laser	  capture	  microdissection	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(LCM)	  of	  Meckel’s	  cartilage	  and	  malleus	  (with	  minimal	  surrounding	  perichondrium)	  focusing	  on	  their	  connection	  area.	  An	  UV	  cutting	  laser	  was	  used	  to	  excise	  the	  tissue	  of	  interest.	  Afterward,	  an	  IR	  capture	  laser	  was	  fired	  through	  Arcturus	  Capsure	  HS	  LCM	  Caps,	  melting	  an	  attached	  transfer	  film,	  which	  would	  then	  bond	  with	  the	  tissue.	  The	  cells	  attached	  to	  the	  caps	  were	  removed	  with	  an	  Arcturus	  PicoPure	  RNA	  Isolation	  Kit.	  An	  ExtracSure	  Extraction	  Device	  was	  placed	  on	  each	  cap	  and	  10ul	  of	  Extraction	  Buffer	  (XB)	  was	  added	  to	  each.	  A	  0.5mL	  microcentrifuge	  tube	  was	  placed	  on	  top,	  then	  covered	  with	  an	  incubation	  block	  preheated	  to	  42°C,	  and	  left	  to	  incubate	  for	  30	  min.	  Afterward,	  they	  were	  centrifuged	  for	  2	  min	  at	  800x	  g,	  the	  extracted	  RNA	  was	  pooled	  with	  the	  other	  slides	  for	  each	  specimen,	  and	  the	  cell	  extract	  was	  stored	  at	  -­‐80°C.	  We	  also	  took	  slide	  scrapes	  for	  each	  set	  (used	  for	  baseline	  comparison)	  by	  placing	  RNA	  extraction	  buffer	  directly	  on	  the	  slides.	  	  	   Remainder	  of	  the	  RNA	  isolation	  was	  completed	  following	  the	  PicoPure	  RNA	  Isolation	  Kit	  guidelines.	  RNA	  integrity	  was	  checked	  by	  an	  Agilent	  2100	  Bioanalyzer	  at	  the	  Roy	  J.	  Carver	  Biotechnology	  Center.	  Initial	  results	  were	  very	  poor,	  with	  RNA	  Integrity	  Numbers	  (RIN)	  ranging	  from	  1	  –	  2.4.	  The	  scrape	  samples	  faired	  slightly	  better	  than	  the	  LCM,	  but	  RINs	  still	  only	  averaged	  2.4	  –	  2.5.	  I	  determined	  that	  this	  was	  the	  result	  of	  PFA	  fixation	  degrading	  the	  RNA	  when	  the	  specimens	  were	  first	  collected.	  In	  order	  to	  test	  this,	  we	  ran	  several	  trials	  with	  P4	  Mus	  specimens:	  1-­‐	  PFA	  same	  as	  Monodelphis;	  2-­‐	  snap	  freeze	  in	  OCT,	  no	  PFA;	  3-­‐	  snap	  freeze	  and	  place	  in	  EtOH	  immediately	  after	  cryosectioning	  and	  again	  before	  LCM,	  (per	  Grover	  et	  al.	  (Grover	  et	  al.,	  2012));	  4-­‐	  snap	  freeze,	  partial	  cut	  with	  laser,	  remove	  cut	  section	  by	  hand.	  Snap	  freezing	  the	  specimens	  immediately	  after	  euthanization,	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without	  PFA	  fixation,	  significantly	  increased	  RIN	  scores	  (snap	  and	  LCM	  RIN:	  7.1;	  snap	  and	  scrape	  RIN:	  8.4).	  	  	   A	  second	  set	  of	  Monodelphis	  were	  collected,	  again	  n=3	  for	  each	  stage	  (16,	  18,	  and	  20d).	  These	  were	  immediately	  snap	  frozen,	  without	  fixation,	  and	  cryosectioned	  on	  membrane	  slides.	  LCM	  and	  RNA	  isolation	  were	  completed	  as	  done	  previously,	  with	  bioanalysis	  revealing	  RIN	  values	  of	  7.8	  –	  8.9	  (Fig.	  4.1).	  As	  the	  quantity	  of	  RNA	  in	  cartilage	  is	  notoriously	  low,	  we	  used	  the	  Clontech	  SMARTer	  Ultra	  Low	  Input	  RNA	  Kit	  to	  increase	  our	  content.	  We	  began	  the	  Clontech	  amplification	  with	  9ul	  of	  pooled	  RNA	  from	  each	  specimen.	  The	  first	  portion	  of	  this	  protocol,	  first-­‐strand	  cDNA	  synthesis,	  was	  completed	  inside	  of	  a	  PCR	  clean	  hood	  workstation	  in	  the	  Brian	  Allan	  Lab	  at	  UIUC.	  The	  second	  portion,	  cDNA	  amplification	  was	  conducted	  using	  the	  PCR	  thermal	  cycler	  in	  the	  Sears	  Lab.	  The	  final	  portion,	  cDNA	  purification,	  was	  completed	  using	  Agencourt	  Ampure	  XP	  beads	  with	  a	  magnetic	  block	  for	  separation.	  All	  steps	  were	  conducted	  following	  standard	  Clontech	  Kit	  guidelines,	  with	  the	  final	  supernatant	  containing	  purified	  cDNA	  from	  the	  original	  tissue	  samples	  stored	  at	  -­‐20°C.	  	  	   Resultant	  cDNA	  samples	  were	  run	  through	  the	  Bioanalyzer	  again,	  as	  well	  as	  a	  Qubit	  Fluorometer,	  in	  order	  to	  determine	  accurate	  concentrations.	  Next,	  we	  built	  libraries	  for	  sequencing	  using	  a	  Nextera	  XT	  DNA	  Sample	  Preparation	  Kit,	  along	  with	  a	  Nextera	  XT	  Index	  Kit	  and	  TruSeq	  Dual	  Index	  Sequencing	  Primers.	  All	  samples	  started	  with	  5ul	  of	  input	  DNA	  at	  a	  concentration	  of	  0.2ng/ul.	  The	  Sears	  Lab	  thermal	  cycler	  was	  again	  used	  for	  all	  PCR	  steps.	  The	  standard	  protocol	  was	  followed	  for	  the	  Nextera	  XT	  DNA	  Library	  Preparation	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Guide.	  DNA	  was	  tagged	  and	  fragmented,	  amplified	  via	  PCR,	  and	  cleaned	  up	  with	  AMPure	  XP	  beads	  to	  purify	  the	  library.	  Afterwards,	  the	  library	  was	  validated	  on	  the	  Agilent	  2100	  Bioanalyzer	  again,	  followed	  by	  library	  normalization	  and	  pooling	  for	  HiSeq	  sequencing.	  High-­‐throughput	  sequencing	  was	  conducted	  on	  an	  Illumina	  HiSeq	  2500,	  at	  the	  W.M.	  Keck	  Center	  for	  Comparative	  and	  Functional	  Genomics	  within	  the	  Roy	  J.	  Carver	  Biotechnology	  Center,	  under	  the	  guidance	  of	  Dr.	  Alvaro	  Hernandez.	  	  	   In	  sum,	  the	  RNA	  sequencing	  process	  entailed	  extracting	  RNA,	  fragmenting,	  reverse	  transcribing,	  converting	  to	  cDNA,	  creating	  libraries	  with	  sample	  specific	  adaptors,	  sequencing,	  aligning	  with	  a	  reference	  genome,	  and	  quantitating	  expression	  levels	  (Wang	  et	  al.,	  2009).	  	  	   Initial	  RNA-­‐Seq	  analysis	  was	  conducted	  on	  the	  UIUC	  web-­‐based	  Galaxy	  platform	  (galaxy.illinois.edu),	  using	  the	  Tuxedo	  protocol.	  Sequence	  files	  were	  uploaded,	  along	  with	  an	  opossum	  reference	  genome	  (monDom5)	  from	  ensemble.org.	  The	  basic	  sequence	  follows:	  Edit	  Sequences	  trims	  ends,	  TopHat	  aligns	  reads	  to	  the	  genome,	  Cufflinks	  assembles	  the	  reads	  into	  transcripts,	  Cuffmerge	  blends	  multiple	  samples	  from	  the	  same	  stage,	  and	  Cuffdiff	  reports	  genes	  and	  transcripts	  that	  are	  differentially	  expressed	  between	  stages	  (Trapnell	  et	  al.	  2012).	  We	  also	  used	  the	  Database	  for	  Annotation,	  Visualization	  and	  Integrative	  Discovery	  (DAVID)	  Bioinformatics	  Resource	  (david.ncifcrf.gov)	  to	  identify	  Gene	  Ontology	  (GO)	  terms	  describing	  gene	  functions	  for	  our	  list	  of	  differentially	  expressed	  genes	  and	  their	  functionally	  related	  gene	  groups.	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Key	  genes	  identified	  from	  RNA-­‐Seq	  were	  confirmed	  via	  fluorescence	  in	  situ	  hybrization	  (FISH),	  using	  cryosectioned	  slides	  from	  16,	  18,	  and	  20	  day	  specimens.	  FISH	  probes	  for	  TGFbr2,	  WISP1,	  CTSK,	  and	  CRYGN	  were	  ordered	  through	  Molecular	  Instruments.	  Each	  set	  consists	  of	  5x	  20pmole	  probes	  with	  2x	  fluorophore	  labeled	  hairpins	  (Alexa488).	  Protocol	  as	  follows:	  Day	  1-­‐	  thaw	  slides,	  draw	  hydrophobic	  circle	  around	  tissues	  with	  a	  PAP	  pen,	  rinse	  with	  DEPC	  water,	  0.2M	  acid	  hydrolysis	  for	  15	  min	  (833ul	  12M	  HCL	  in	  50mL	  DEPC	  water),	  wash	  2x	  5	  min	  in	  DEPC	  PBS,	  wash	  1x	  6	  min	  in	  1ug/mL	  Proteinase	  K	  (1ul	  in	  10mL	  DEPC	  PBS),	  wash	  1x	  10	  min	  in	  DPEC	  PBS,	  fix	  with	  4%	  DEPC	  PFA	  for	  5	  min,	  wash	  2x	  5	  min	  in	  DEPC	  PBS,	  acetylation	  with	  0.25%	  acetic	  acid	  for	  10	  min	  (25ul	  glacial	  acetic	  acid	  in	  10mL	  DEPC	  water),	  wash	  2x	  5	  min	  in	  DEPC	  PBS,	  pre-­‐hybridize	  in	  probe	  hybridization	  buffer	  for	  15	  min	  at	  45°C,	  prepare	  the	  probe	  solution	  (thaw	  5	  probes	  on	  ice,	  mix	  1ul	  of	  each	  probe	  in	  500ul	  of	  probe	  hybridization	  buffer,	  warm	  mixture	  to	  45°C),	  remove	  pre-­‐hybridization	  solution	  and	  add	  probe	  solution	  (~150-­‐200ul	  per	  slide),	  cover	  slip	  with	  parafilm,	  incubate	  in	  humidified	  chamber	  overnight	  (>12	  hours)	  at	  45°C.	  Day	  2-­‐	  remove	  excess	  probe	  with	  wash	  buffer	  (perform	  washes	  at	  45°C),	  ~300-­‐500ul	  of	  wash	  buffer	  per	  slide,	  2x	  5	  min	  washes,	  2x	  30	  min	  washes,	  1x	  5	  min	  wash,	  pre-­‐amplify	  samples	  in	  500ul	  of	  amplification	  buffer	  for	  30	  min	  at	  room	  temperature,	  “snap	  cool”	  2x	  hairpins	  (10ul	  each	  hairpin	  in	  individual	  PCR	  tubes,	  95°C	  for	  90	  seconds	  in	  thermal	  cycler,	  cool	  to	  room	  temperature	  in	  dark	  drawer	  for	  30	  min),	  mix	  both	  hairpins	  together	  with	  500ul	  of	  amplification	  buffer,	  remove	  pre-­‐amplification	  solution	  and	  add	  hairpin	  solution	  (~150-­‐200ul	  per	  slide),	  cover	  slip	  with	  parafilm,	  incubate	  in	  dark	  overnight	  (>12	  hours)	  at	  room	  temperature.	  Day	  3-­‐	  remove	  excess	  hairpins	  with	  5x	  SSCT	  (5x	  SSC	  with	  Tween,	  10ul	  Tween	  per	  10mL	  of	  5x	  SSC)	  washes	  at	  room	  temperature,	  2x	  5	  min	  washes,	  2x	  30	  min	  washes,	  1x	  5	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min	  wash,	  2-­‐3	  drops	  of	  Vectashield	  Mounting	  Medium	  with	  DAPI	  per	  slide,	  glass	  coverslip,	  store	  at	  4°C	  until	  imaging.	  	  	   After	  identifying	  TGFbr2	  as	  having	  a	  potential	  role	  in	  Meckel’s	  cartilage	  separation,	  we	  attempted	  knock	  down	  of	  TGFb	  expression	  to	  test	  for	  effect.	  A	  TGFb1,2,3	  antibody	  (MAB1835)	  was	  obtained	  from	  R&D	  Systems,	  for	  the	  purpose	  of	  neutralizing	  the	  biological	  activity	  of	  TGFb	  (Dasch	  et	  al.,	  1989).	  It	  was	  reconstituted	  at	  0.5mg/mL	  in	  sterile	  PBS,	  and	  38ul	  intraperitoneal	  (IP)	  injections	  (based	  upon	  estimated	  1.9g	  weight	  of	  pups	  at	  20	  days)	  were	  administered	  to	  neonatal	  Monodelphis	  for	  six	  consecutive	  days	  beginning	  on	  postnatal	  day	  16.	  Control	  pups	  were	  injected	  with	  an	  equal	  dosage	  of	  plain	  1xPBS.	  Pups	  were	  euthanized	  on	  postnatal	  day	  22	  and	  sectioned	  per	  methodology	  above	  to	  look	  for	  effect.	  Additionally,	  we	  also	  tested	  effects	  of	  Alendronate	  Sodium	  Trihydrate	  (A4978),	  a	  bone	  resorption	  inhibitor,	  from	  Sigma-­‐Aldrich.	  Alendronate	  was	  reconstituted	  at	  10mg/mL	  of	  H2O	  by	  mixing	  1mg	  of	  alendronate	  with	  100ul	  of	  molecular	  grade	  water	  and	  vortexing	  for	  ~1	  min	  immediately	  before	  each	  injection.	  Ealba	  et	  al.	  (Ealba	  et	  al.,	  2015)	  injected	  10ul	  of	  alendronate	  directly	  into	  the	  vitelline	  vein	  of	  HH33	  quail	  and	  duck	  embryos	  at	  0.9ug/ul.	  Given	  that	  day	  16	  opossums	  are	  1.5	  times	  larger	  and	  the	  treatment	  was	  being	  administered	  in	  a	  less	  direct	  fashion	  (i.e.	  IP),	  we	  doubled	  the	  dosage.	  Single	  IP	  injections	  of	  20ul	  alendronate	  were	  administered	  on	  day	  16	  (along	  with	  control	  injections	  of	  20ul	  water),	  with	  half	  of	  the	  treatment	  group	  receiving	  a	  second	  injection	  on	  day	  18,	  and	  the	  pups	  were	  collected	  on	  day	  22.	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Difficulties	  arose	  in	  attempting	  to	  keep	  pups	  alive	  for	  the	  duration	  of	  the	  six-­‐day	  treatment	  period.	  Opossum	  mothers	  were	  prone	  to	  getting	  stressed	  and	  eating	  the	  pups	  prior	  to	  completion	  of	  the	  treatment.	  In	  an	  effort	  to	  prevent	  this	  we	  attempted	  to	  hand	  rear	  the	  pups	  but	  they	  proved	  too	  young	  to	  survive	  such	  methods.	  Additionally,	  we	  attempted	  the	  use	  of	  Elizabethan	  collars	  to	  prevent	  them	  from	  directly	  accessing	  pups	  attached	  to	  the	  teats.	  Though	  this	  only	  served	  to	  agitate	  them	  further.	  Eventually	  we	  settled	  upon	  anesthetizing	  the	  mothers	  during	  the	  injections.	  This	  precluded	  the	  necessity	  of	  physically	  removing	  the	  pups	  from	  the	  mothers,	  with	  the	  additional	  benefit	  of	  keeping	  the	  pups	  themselves	  calmer	  as	  they	  remained	  attached	  to	  the	  teats.	  We	  utilized	  a	  precision	  vaporizer	  isoflurane	  anesthesia	  machine	  with	  the	  oxygen	  flowmeter	  set	  to	  1	  litter	  per	  minute	  (LPM)	  and	  the	  vaporizer	  dial	  set	  to	  2½.	  Mothers	  were	  placed	  in	  an	  induction	  chamber	  until	  they	  lost	  consciousness,	  at	  which	  point	  they	  were	  switched	  to	  a	  nose	  cone	  for	  the	  remaining	  duration.	  Injections	  took	  less	  than	  five	  minutes	  and	  the	  mothers	  fully	  recovered	  within	  a	  few	  minutes	  after	  returning	  to	  their	  cages.	  	  	   Sectioned	  slides	  from	  IP	  injected	  pups	  were	  stained	  with	  Mallory’s	  Trichrome	  stain.	  This	  consisted	  of	  three	  primary	  solutions:	  A-­‐	  0.2%	  acid	  fuchsin	  in	  distilled	  water;	  B-­‐	  1%	  phosphomolybdic	  acid	  in	  distilled	  water;	  C-­‐	  0.5%	  aniline	  blue,	  2%	  orange	  G,	  and	  2%	  oxalic	  acid	  in	  distilled	  water.	  The	  staining	  protocol	  was	  similar	  to	  that	  for	  H&E:	  Xylene	  (~5	  min,	  until	  wax	  is	  gone),	  100%	  EtOH	  (1	  min),	  95%	  EtOH	  (1	  min),	  70%	  EtOH	  (1	  min),	  ddH2O	  (1	  min),	  solution	  A	  (4	  min),	  rinse	  quickly	  with	  ddH2O,	  solution	  B	  (3	  min),	  rinse	  quickly	  with	  ddH2O,	  solution	  C	  (8	  min),	  rinse	  thoroughly	  with	  ddH2O,	  70%	  EtOH	  (1	  min),	  95%	  EtOH	  (1	  min),	  100%	  EtOH	  (1	  min),	  Xylene	  (5	  min),	  apply	  several	  drops	  of	  Permount	  and	  cover	  slip.	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After	  staining	  slides,	  high-­‐resolution	  images	  were	  taken	  using	  a	  Hamamatsu	  NanoZoomer	  2.0-­‐HT	  Digital	  slide	  scanner	  in	  the	  IGB	  Core	  Facilities,	  with	  NanoZoomer	  Digital	  Pathology	  (NDPscan)	  software	  version	  2.5.89.	  	  	  
Results	  	   Cryosections	  and	  paraffin	  wax	  sections	  with	  H&E	  staining	  verified	  that	  Meckel’s	  cartilage	  appears	  to	  detach	  from	  the	  malleus	  at	  postnatal	  day	  20.	  This	  confirmed	  previous	  findings	  from	  reconstructed	  micro-­‐CT	  scans	  (Fig.	  4.2).	  IHC	  fluorescent	  staining	  for	  proliferation,	  autophagy,	  and	  apoptosis	  was	  used	  to	  determine	  what	  was	  occurring	  at	  the	  cellular	  level	  (Fig.	  4.3).	  Proliferation	  and	  autophagy	  staining	  did	  not	  reveal	  any	  abnormal	  level	  of	  activity,	  in	  fact,	  neither	  process	  was	  occurring	  in	  the	  vicinity	  of	  MC	  separation.	  However,	  cells	  exhibiting	  markers	  for	  apoptosis	  were	  plentiful	  in	  the	  region.	  While	  many	  cells	  within	  the	  malleus	  were	  undergoing	  cell	  death	  as	  a	  natural	  process	  of	  ossification,	  the	  Meckel’s	  cartilage	  never	  ossifies	  in	  extant	  mammals.	  There	  is	  a	  clearly	  visible	  line	  of	  apoptotic	  cells	  formed	  along	  the	  posterior	  edge	  of	  the	  Meckel’s	  on	  postnatal	  day	  20.	  This	  line	  of	  cellular	  death	  was	  definitively	  distinct	  from	  that	  occurring	  in	  the	  actual	  malleus,	  and	  it	  transversed	  numerous	  cell	  layers,	  always	  adhering	  to	  the	  posterior	  edge	  of	  the	  degrading	  MC.	  There	  was	  no	  observed	  significant	  apoptosis	  of	  the	  Meckel’s	  prior	  to	  day	  20	  (Fig.	  4.4).	  	  	   H&E	  staining	  also	  revealed	  that	  the	  cavitation	  of	  the	  tympanic	  cavity,	  in	  which	  the	  middle	  ear	  ossicles	  are	  free	  to	  vibrate	  to	  conduct	  sound	  waves	  to	  the	  inner	  ear,	  had	  not	  yet	  formed	  at	  this	  time.	  The	  ossicles	  remained	  affixed	  in	  a	  thick	  layer	  of	  mesenchyme.	  This	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layer	  was	  still	  tightly	  intact	  on	  postnatal	  day	  25,	  and	  intact	  but	  beginning	  to	  loosen	  by	  day	  30.	  On	  day	  35,	  the	  mesenchyme	  was	  observed	  to	  be	  in	  the	  process	  of	  breaking	  down,	  and	  by	  day	  40	  the	  cavitation	  was	  almost	  entirely	  complete	  (Fig.	  4.5).	  Only	  a	  few	  stray	  attachments	  remained	  during	  this	  final	  time	  point.	  	  	   Tissue	  samples	  from	  postnatal	  days	  16,	  18	  and	  20	  were	  dissected	  out	  via	  LCM	  for	  RNA-­‐sequencing,	  focusing	  on	  the	  attachment	  area	  between	  Meckel’s	  and	  the	  malleus.	  Each	  section	  removed	  was	  verified	  to	  be	  intact	  on	  the	  LCM	  cap	  prior	  to	  moving	  on	  to	  the	  next	  samples	  (Fig.	  4.6).	  After	  sequencing,	  the	  Galaxy	  analysis	  identified	  >10,000	  genes,	  fewer	  than	  250	  of	  these	  were	  differentially	  expressed	  to	  a	  significant	  degree	  between	  the	  three	  stages	  (<	  3%).	  In	  almost	  all	  instances	  these	  genes	  were	  upregulated	  leading	  toward	  day	  20.	  One	  of	  the	  notable	  downregulated	  exceptions	  was	  OSTN,	  which	  is	  involved	  osteoblast	  action	  and	  bone	  formation.	  The	  DAVID	  analysis	  noted	  the	  GO	  terms	  for	  many	  of	  the	  upregulated	  genes	  are	  related	  to	  mediating	  proliferation	  and	  apoptosis,	  specifically	  the	  inhibition	  of	  proliferation	  and	  induction	  of	  apoptosis	  (including	  TGFbr2,	  WISP1,	  and	  GAS1),	  as	  well	  as	  bone	  breakdown	  and	  cartilage	  resorption	  (including	  MMP9,	  ACP5,	  and	  CTSK).	  All	  of	  the	  noted	  genes	  displayed	  a	  log	  fold	  change	  greater	  than	  3	  between	  day	  16	  and	  day	  20,	  and	  a	  p-­‐value	  less	  than	  0.01	  (Fig.	  4.7).	  	  	   A	  subset	  of	  the	  key	  genes	  found	  from	  RNA-­‐sequencing	  (TGFbr2,	  CTSK,	  WISP1,	  and	  CRYGN)	  were	  selected	  to	  be	  confirmed	  via	  FISH	  assays.	  In	  each	  instance,	  the	  genes	  were	  either	  not	  expressed	  or	  only	  mildly	  expressed	  on	  day	  16,	  and	  all	  were	  strongly	  expressed	  by	  day	  20	  (Fig.	  4.8).	  Moreover,	  each	  of	  the	  gene	  expression	  locations	  was	  typically	  confined	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within	  the	  area	  between	  Meckel’s	  cartilage	  and	  the	  malleus	  (Fig.	  4.9).	  Thus,	  FISH	  confirms	  both	  the	  timing	  and	  location	  of	  key	  gene	  expression	  as	  identified	  by	  RNA-­‐sequencing.	  	  	  
Monodelphis	  pups	  treated	  with	  anti-­‐TGFb	  or	  alendronate	  injections	  were	  collected	  on	  day	  22	  and	  either	  micro-­‐CT	  scanned	  or	  cryosectioned.	  Slides	  from	  sectioned	  samples	  were	  stained	  with	  Mallory’s	  trichrome.	  Initial	  results	  indicate	  that	  the	  Meckel’s	  cartilage	  has	  persisted	  longer	  in	  both	  treatment	  groups	  compared	  with	  the	  controls.	  In	  both	  instances,	  Meckel’s	  is	  extended	  further	  dorsally	  and	  posteriorly	  than	  it	  should	  be	  at	  this	  stage.	  Alendronate	  treated	  specimens	  exhibit	  a	  partially	  ossified	  gonial	  that	  does	  not	  present	  a	  full	  trough	  for	  the	  MC	  (Fig.	  4.10).	  Rather,	  the	  Meckel’s	  and	  gonial	  appear	  to	  fuse	  into	  one	  another	  and	  ossify.	  Micro-­‐CT	  scans	  revealed	  a	  significant	  separation	  between	  the	  malleus	  and	  Meckel’s	  in	  day	  22	  control	  specimens,	  whereas,	  anti-­‐TGFb	  treatments	  resulted	  in	  prolonged	  connection	  between	  the	  malleus	  and	  Meckel’s	  (Fig.	  4.11).	  Reconstructions	  from	  scans	  of	  alendronate	  treated	  individuals	  display	  a	  small	  gap	  between	  the	  malleus	  and	  Meckel’s.	  However,	  rather	  than	  being	  empty,	  the	  gap	  is	  filled	  with	  a	  partially	  ossified	  gonial	  bridging	  the	  space	  between	  these	  two	  elements	  (Fig.	  4.12).	  	  
Discussion	  	   The	  mechanism	  of	  apoptosis	  as	  the	  cause	  of	  Meckel’s	  degeneration	  is	  a	  novel	  finding,	  unique	  to	  marsupials	  and	  potentially	  their	  earlier	  ancestors.	  In	  previous	  studies	  of	  placentals,	  apoptosis	  has	  been	  largely	  ruled	  out	  as	  a	  causative	  factor.	  Studying	  mice,	  Trichilis	  and	  Wroblewski	  (Trichilis	  &	  Wroblewski,	  1997)	  saw	  some	  evidence	  of	  apoptotic	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activity	  in	  the	  vicinity	  of	  MC	  around	  the	  time	  of	  resorption;	  but	  shortly	  afterward,	  Harada	  and	  Ishizeki	  (Harada	  &	  Ishizeki,	  1998)	  concluded	  that	  while	  some	  normal	  background	  level	  of	  apoptotic	  cell	  death	  occasionally	  occurs	  in	  the	  MC,	  it	  was	  not	  actively	  involved	  in	  the	  overall	  breakdown	  in	  rodents.	  Rather,	  they	  determined	  that	  osteoclasts	  and	  chondroclasts	  were	  responsible	  for	  resorption,	  and	  that	  MC	  disappears	  as	  a	  combination	  of	  cellular	  resorption	  of	  chondrocytes	  and	  some	  differentiation	  into	  fibroblastic	  cells.	  	  	   Amano	  et	  al.	  (Amano	  et	  al.,	  2010)	  concluded	  mouse	  MC	  degeneration	  is	  not	  accompanied	  by	  apoptosis,	  in	  fact,	  they	  went	  so	  far	  as	  to	  state	  there	  was	  no	  apoptosis	  in	  any	  developmental	  stages	  of	  Mus	  Meckel’s	  cartilage.	  Other	  findings	  also	  noted	  that	  blocking	  apoptotic	  activity	  does	  not	  alter	  incudomalleal	  joint	  formation	  (Amin	  et	  al.,	  2007).	  More	  recent	  studies	  found	  evidence	  of	  autophagy	  involved	  in	  degradation	  of	  MC	  in	  Mus	  (Yang	  et	  al.,	  2012),	  while	  also	  reiterating	  that	  apoptosis	  was	  not	  detected.	  The	  confirmation	  of	  autophagy	  in	  Mus	  was	  found	  using	  the	  same	  antibody	  (LC3B)	  that	  showed	  no	  detection	  of	  significant	  autophagy	  activity	  in	  Monodelphis.	  Brakus	  et	  al.	  (Brakus	  et	  al.,	  2010)	  determined	  that	  cells	  in	  human	  MC	  were	  negative	  for	  caspace-­‐3	  (a	  protein	  that	  plays	  a	  central	  role	  in	  the	  execution	  of	  apoptosis),	  and	  showed	  no	  expression	  of	  p53	  either	  (the	  p53	  gene	  is	  also	  known	  to	  play	  a	  role	  in	  apoptosis).	  Quite	  to	  the	  contrary,	  they	  did	  find	  moderate	  Hsp70	  activity	  in	  Meckel’s	  cartilage	  (which	  directly	  inhibits	  apoptosis),	  and	  moderate	  expression	  of	  Bcl-­‐2	  (an	  anti-­‐apoptotic	  protein).	  However,	  here	  it	  is	  shown	  that	  marsupials	  exhibit	  apoptosis,	  rather	  than	  autophagy;	  and	  that	  the	  line	  of	  apoptotic	  cells	  begins	  close	  to	  the	  malleus	  and	  proceeds	  as	  a	  wave	  anteriorly.	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In	  keeping	  with	  Sanchez-­‐Villagra	  et	  al.	  (Sánchez-­‐Villagra	  et	  al.,	  2002),	  we	  see	  that	  phylogenetically	  older	  portions	  of	  the	  middle	  ear	  develop	  earlier	  than	  more	  recent	  adaptations	  (i.e.	  the	  manubrium).	  They	  also	  noted	  the	  onset	  of	  hearing	  prior	  to	  full	  cavitation	  of	  the	  middle	  ear	  space,	  when	  it	  is	  still	  “partially	  filled	  with	  loose	  mesenchyme,”	  and	  the	  ossicles	  are	  not	  yet	  fully	  ossified.	  Additionally,	  previous	  studies	  utilizing	  evoked	  potentials	  to	  click	  stimuli	  (Aitkin	  et	  al.,	  1997)	  and	  brainstem	  auditory	  evoked	  potentials	  (Reimer,	  1995)	  have	  demonstrated	  that	  Monodelphis	  hearing	  does	  not	  begin	  until	  postnatal	  day	  24	  at	  the	  earliest;	  and	  the	  full	  threshold	  is	  not	  reached	  until	  day	  40.	  Here	  we	  have	  observed	  the	  mesenchymal	  encapsulation	  of	  the	  middle	  ear	  ossicles	  throughout	  development,	  verifying	  the	  lack	  of	  cavitation	  prior	  to	  the	  onset	  of	  hearing	  and	  complete	  cavitation	  occurring	  coincident	  with	  the	  achievement	  of	  full	  range	  of	  hearing	  at	  day	  40.	  We	  also	  find	  ossification	  of	  the	  ossicles	  beginning	  around	  day	  20	  and	  certainly	  not	  complete	  until	  after	  the	  onset	  of	  hearing.	  Changes	  in	  hearing	  ability	  are	  directly	  correlated	  with	  the	  state	  of	  middle	  ear	  structure	  and	  the	  surrounding	  tissue.	  	  	   Several	  of	  the	  key	  genes	  found	  to	  be	  upregulated	  in	  the	  RNA-­‐seq	  analysis	  are	  well	  known	  contributors	  to	  the	  process	  of	  apoptosis.	  For	  instance,	  matrix	  metalloproteinase	  9	  (MMP-­‐9)	  is	  involved	  in	  apoptotic	  remodeling	  and	  is	  necessary	  for	  the	  dissolution	  of	  unmineralized	  cartilage	  in	  the	  cranium	  (Holmbeck	  et	  al.,	  2003).	  Posterior	  portions	  of	  Meckel’s	  cartilage	  are	  remodeled	  into	  ligament	  and	  bone	  (specifically,	  the	  sphenomandibular	  ligament	  and	  malleus);	  but	  delayed	  apoptosis	  and	  impaired	  MC	  posterior	  remodeling	  have	  been	  observed	  in	  MMP-­‐9	  deficient	  mice	  (Holmbeck	  et	  al.,	  2003;	  Vu	  et	  al.,	  1998).	  This	  is	  interesting	  to	  note,	  as	  mice	  are	  not	  supposed	  to	  rely	  on	  apoptosis	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for	  MC	  degeneration.	  Others	  have	  found	  that	  MMP-­‐9	  (as	  well	  as	  other	  MMPs)	  is	  upregulated	  during	  MC	  degradation	  in	  mice	  (Tsuzurahara	  et	  al.,	  2011),	  but	  they	  determined	  the	  actual	  breakdown	  was	  due	  to	  macrophages	  rather	  than	  apoptosis.	  The	  active	  MMPs	  are	  on	  the	  Meckel’s	  peripheral	  during	  breakdown	  in	  mice	  and	  may	  be	  contributing	  to	  resorption	  and	  chondrocyte	  cell	  death,	  but	  in	  a	  manner	  different	  from	  cartilage	  that	  is	  undergoing	  endochondral	  ossification	  (Sakakura	  et	  al.,	  2007a).	  Thus,	  while	  MMPs	  can	  help	  eliminate	  the	  anti-­‐apoptotic	  factor	  galectin-­‐3	  (Sakakura	  et	  al.,	  2007b),	  perhaps	  they	  are	  specifically	  focused	  on	  breaking	  down	  chondroclasts	  around	  Meckel’s	  cartilage.	  	  	   Cathepsin	  K	  (CTSK)	  and	  MMP-­‐9	  are	  also	  primary	  contributors	  to	  the	  bone	  resorption	  activity	  of	  osteoclasts	  (Lie	  &	  Moren,	  2012;	  Troen,	  2006).	  Alendronate	  inhibits	  osteoclast-­‐mediated	  bone	  resorption,	  similar	  to	  c-­‐fos	  null	  mutations	  that	  are	  known	  to	  arrest	  osteoclast	  development.	  C-­‐fos	  mutant	  mice	  exhibit	  excessive	  bone	  growth	  (Wang	  et	  al.,	  1992)	  and	  retain	  Meckel’s	  connection	  with	  the	  malleus	  (Tucker	  and	  Anthwal	  pers.	  comm.).	  Alendronate	  injected	  into	  adult	  rabbits	  at	  3mg/kg	  for	  three	  weeks	  is	  shown	  to	  reduce	  osteoclast	  counts	  (Araujo	  et	  al.,	  2015),	  while	  injections	  in	  quail	  embryos	  also	  prevent	  bone	  breakdown	  and	  contribute	  to	  lengthening	  of	  the	  jaw	  (Ealba	  et	  al.,	  2015).	  In	  rats,	  alendronate	  treatment	  is	  shown	  to	  specifically	  reduce	  MMP-­‐9	  expression	  and	  inhibit	  resorption	  of	  cartilage	  in	  the	  mandibular	  condyle	  (Kim	  et	  al.,	  2009).	  Similarly,	  this	  study	  revealed	  that	  alendronate	  injections	  prevented	  the	  breakdown	  of	  MC	  in	  Monodelphis	  and	  altered	  posterior	  remodeling	  that	  would	  lead	  to	  a	  normal	  gonial	  trough.	  Individuals	  treated	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with	  alendronate	  exhibited	  phenotypes	  much	  like	  that	  of	  c-­‐fos	  mutant	  mice,	  appearing	  to	  retain	  their	  Meckel’s	  connection	  with	  the	  middle	  ear	  via	  a	  partially	  ossified	  gonial.	  	  	   Dlx5	  is	  normally	  expressed	  in	  the	  malleus	  and	  incus	  (Chapman,	  2011),	  and	  inactivation	  of	  Dlx2	  and	  Dlx5	  leads	  to	  malformations	  within	  the	  middle	  ear	  (Mallo,	  2001).	  Additionally,	  both	  genes	  seem	  to	  specify	  the	  fate	  of	  the	  lower	  jaw	  as	  a	  whole.	  In	  Dlx5	  knockout	  mice	  the	  mandible	  is	  transformed	  to	  the	  point	  of	  resembling	  maxilla,	  essentially	  the	  lower	  jaw	  becomes	  a	  mirror	  image	  of	  the	  upper	  jaw	  (Depew	  et	  al.,	  2002;	  Jeong	  et	  al.,	  2008).	  Dlx	  mutants	  lose	  the	  tympanic	  ring	  and	  gonial,	  and	  the	  malleus	  is	  dysmorphic,	  remaining	  cartilaginous	  and	  fusing	  with	  the	  incus	  (Depew	  et	  al.,	  2002;	  Depew	  et	  al.,	  2005).	  Moreover,	  in	  Dlx5	  mutants	  the	  Meckel’s	  cartilage	  can	  shorten,	  ossify,	  and	  its	  path	  to	  the	  middle	  ear	  is	  disrupted	  (Depew	  et	  al.,	  2005).	  Jeong	  et	  al.	  (Jeong	  et	  al.,	  2008)	  found	  that	  middle	  ear	  ossicles	  and	  the	  ectotympanic	  were	  reduced	  or	  lost	  in	  Dlx2	  knockouts,	  similar	  to	  results	  from	  Dlx2	  and	  Dlx5	  knockouts	  in	  Depew	  et	  al.	  (Depew	  et	  al.,	  2002;	  Depew	  et	  al.,	  2005).	  The	  effects	  of	  Dlx2	  and	  Dlx5	  are	  relevant	  because	  they	  are	  target	  genes	  of	  transforming	  growth	  factor	  beta	  (TGFb).	  Specifically,	  Tgfbr2	  mutants	  have	  been	  shown	  to	  directly	  impact	  Dlx5	  expression	  (Oka	  et	  al.,	  2008).	  Tgfbr2	  inactivation	  leads	  to	  upregulated	  Dlx5	  expression,	  which	  disrupts	  chondrogenesis	  in	  the	  proximal	  region	  of	  the	  mandible,	  i.e.	  angular,	  articular,	  and	  surrounding	  structures	  (Oka	  et	  al.,	  2008).	  	  	   The	  Meckel’s	  cartilage	  ossifies	  rather	  than	  degenerates	  in	  noggin	  mutant	  mice	  (Wang	  et	  al.,	  2013).	  BMPs	  are	  normally	  expressed	  in	  early	  MC	  formation,	  tapering	  off	  later,	  but	  elevated	  BMPs	  are	  found	  in	  noggin	  mutant	  ossified	  MC.	  In	  addition	  to	  Dlx	  genes,	  Tgfbr2	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signaling	  is	  known	  to	  regulate	  Bmp	  and	  noggin	  (Spagnoli	  et	  al.,	  2007).	  Direct	  manipulation	  of	  Tgfbr2	  has	  been	  shown	  to	  have	  similar	  effects	  in	  mice,	  with	  increased	  proliferation	  in	  MC	  of	  Tgfbr2	  conditional	  knockout	  mice	  (John	  et	  al.,	  2011).	  Knocking	  out	  Tgfbr2	  expression	  also	  accelerates	  chondrocyte	  proliferation	  and	  ossifies	  the	  mid	  region	  of	  Meckel’s	  cartilage	  in	  mice	  (Oka	  et	  al.,	  2007),	  an	  area	  that	  would	  typically	  be	  resorbed.	  Anthwal	  et	  al.	  (Anthwal	  et	  al.,	  2008)	  also	  confirmed	  that	  Tgfbr2	  is	  vital	  for	  patterning	  the	  proximal	  dentary	  and	  associated	  elements.	  This	  study	  has	  verified	  that	  blocking	  proper	  TGFb	  expression	  in	  
Monodelphis	  has	  a	  similar	  effect	  of	  preventing	  proper	  breakdown	  of	  Meckel’s	  cartilage.	  Initial	  results	  show	  the	  MC	  is	  extended	  farther	  posteriorly	  than	  it	  should	  normally	  be	  at	  day	  22,	  and	  is	  still	  either	  very	  close	  to	  or	  directly	  in	  contact	  with	  the	  malleus.	  Analysis	  is	  currently	  ongoing	  to	  verify	  if	  apoptosis	  of	  the	  Meckel’s	  cartilage	  is	  absent	  in	  anti-­‐TGFb	  treated	  individuals,	  and	  whether	  Tgfbr2	  expression	  levels	  have	  indeed	  been	  significantly	  reduced.	  	  	  
Conclusion	  	   Neither	  brain	  expansion	  (Maier,	  1989)	  nor	  ossicle	  size	  reduction	  (Wang	  et	  al.,	  2001)	  is	  required	  to	  account	  for	  separation	  of	  Meckel’s	  cartilage	  in	  Monodelphis.	  Through	  facilitation	  of	  apoptosis,	  it	  is	  a	  self-­‐regulating	  separation.	  The	  primary	  mechanism	  for	  degeneration	  of	  MC	  in	  this	  study	  has	  proven	  to	  be	  different	  than	  that	  observed	  in	  the	  numerous	  mice	  studies	  that	  have	  preceded	  it.	  This	  implies	  there	  may	  be	  unique	  patterns	  of	  genetic	  integration	  between	  placentals	  and	  marsupials	  that	  nevertheless	  lead	  to	  similar	  adult	  phenotypes.	  It	  has	  been	  proposed	  that	  development	  of	  the	  TMJ	  may	  be	  the	  actual	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stimulus	  for	  breakdown	  of	  MC	  (Halliday	  and	  Weisbecker	  pers.	  comm.).	  This	  would	  indicate	  that	  a	  similar	  stimulus	  could	  potentially	  lead	  to	  similar	  morphologies	  in	  separate	  lineages,	  albeit	  via	  different	  intermediate	  mechanisms.	  	  	   TGFb	  signaling,	  along	  with	  several	  associated	  genes,	  may	  play	  a	  key	  role	  in	  proper	  DMME	  formation.	  Alterations	  in	  these	  gene	  expressions	  have	  been	  shown	  here	  and	  elsewhere	  leading	  to	  ossification	  of	  Meckel’s	  cartilage	  and	  retention	  of	  the	  middle	  ear	  connection.	  An	  ossified	  MC	  has	  been	  found	  in	  a	  number	  of	  early	  mammals	  dating	  back	  to	  the	  Cretaceous	  as	  well	  (Luo	  et	  al.,	  2007a;	  Meng	  et	  al.,	  2003;	  Meng	  et	  al.,	  2011;	  Wang	  et	  al.,	  2001).	  This	  suggests	  earlier	  ancestral	  lineages	  may	  have	  exhibited	  similar	  developmental	  pathways	  to	  those	  of	  the	  treatment	  specimens	  in	  this	  study.	  Tgfbr2	  and	  other	  key	  genes	  could	  have	  previously	  been	  expressed	  at	  lower	  concentrations	  in	  early	  mammaliaforms,	  resulting	  in	  an	  ossified	  MC	  between	  the	  dentary	  and	  middle	  ear	  elements.	  Later	  changes	  to	  the	  level	  of	  gene	  expression	  then	  lead	  to	  the	  formation	  of	  DMME	  as	  it	  is	  exhibited	  in	  extant	  mammals.	  	  	  	   The	  addition	  of	  developmental	  studies	  can	  shed	  light	  on	  long	  standing	  quandaries	  from	  paleontology.	  The	  detachment	  of	  postdentary	  elements	  from	  the	  jaw	  has	  been	  documented	  in	  several	  independent	  lineages	  (Ji	  et	  al.,	  2009;	  Luo,	  2007;	  Meng	  et	  al.,	  2011;	  Rich	  et	  al.,	  2005),	  further	  validating	  the	  polyphyletic	  origin	  of	  mammals	  (Simpson,	  1959).	  This	  study	  has	  shown	  that	  separation	  of	  Meckel’s	  cartilage	  from	  the	  middle	  ear	  elements	  can	  be	  governed	  by	  just	  a	  few	  small	  developmental	  changes.	  The	  homoplasy	  exhibited	  between	  independent	  mammalian	  lineages	  could	  be	  explained	  by	  the	  apparent	  ease	  with	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which	  this	  transition	  occurs,	  i.e.	  few	  small	  changes	  leading	  to	  large	  effect.	  It	  would	  be	  of	  interest	  to	  verify	  if	  similar	  underlying	  mechanisms	  are	  responsible	  for	  driving	  MC	  degeneration	  and	  separation	  in	  other	  marsupials	  as	  well.	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FIGURES	  AND	  TABLES	  
	  
Figure	  2.1.	  Humerus	  (A)	  and	  femoral	  (B)	  ln	  length	  distributions	  (proxy	  for	  body	  size)	  across	  stratigraphic	  bins	  of	  10	  million	  year	  intervals.	  Vertical	  red	  lines	  indicate	  the	  period	  boundaries.	  Abrupt	  decrease	  in	  both	  humeral	  and	  femoral	  size	  immediately	  following	  the	  end-­‐Triassic.	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Figure	  2.2.	  Regression	  analysis	  between	  ln	  humerus	  length	  and	  ln	  femur	  length,	  showing	  tight	  correlation	  between	  the	  two.	  Used	  as	  justification	  to	  supplement	  missing	  data	  with	  estimations	  from	  regression.	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Figure	  2.3.	  Initial	  phylogeny	  derived	  with	  data	  from	  numerous	  primary	  literature	  sources.	  Colors	  correspond	  to	  ln	  humerus	  (A)	  and	  femur	  (B)	  length,	  warmers	  colors	  indicative	  of	  larger	  body	  sizes	  and	  cooler	  colors	  represent	  smaller	  body	  sizes.	  White	  branches	  indicate	  missing	  data	  for	  those	  taxa,	  these	  were	  later	  estimated	  from	  the	  linear	  regression	  in	  Figure	  2.2.	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Figure	  2.4.	  Phylogeny	  of	  synapsid	  lineage	  leading	  to	  early	  mammals,	  calibrated	  against	  time.	  Red	  circles	  indicate	  nodes	  with	  increased	  rates	  of	  evolution,	  blue	  circle	  decreased	  rates.	  Silhouettes	  proportional	  to	  body	  sizes.	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Figure	  2.5.	  Phylogeny	  of	  synapsid	  lineage	  leading	  to	  early	  mammals,	  calibrated	  against	  time.	  Breaking	  the	  tree	  at	  nodes	  where	  significant	  rate	  shifts	  were	  indicated	  resulted	  in	  differing	  modes	  of	  evolution	  for	  the	  ancestors	  and	  descendents,	  Brownian	  motion	  in	  red	  and	  Ornstein-­‐Uhlenbeck	  in	  blue.	  Silhouettes	  proportional	  to	  body	  sizes.	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	   	  




Table	  2.1.	  AICc	  values	  for	  model	  analysis	  of	  BM,	  OU	  and	  drift,	  across	  the	  entire	  phylogeny.	  Number	  of	  repetitions	  (out	  of	  1000)	  the	  analysis	  favored	  each	  model.	  The	  lowest	  AICc	  value	  and	  the	  most	  reps	  both	  favor	  BM	  as	  the	  most	  likely	  model.	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Figure	  3.1.	  Micro-­‐CT	  scan	  images	  of	  developing	  Monodelphis	  skulls	  at	  five	  day	  increments,	  beginning	  on	  the	  date	  of	  birth	  and	  going	  through	  postnatal	  day	  35.	  Elements	  related	  to	  the	  middle	  ear	  (Meckel’s	  cartilage,	  ectotympanic,	  goniale,	  malleus,	  incus,	  and	  stapes)	  have	  been	  highlighted	  for	  clarity.	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Figure	  3.3.	  Closer	  view	  of	  middle	  ear	  elements	  at	  various	  stages	  with	  their	  closest	  corresponding	  fossil	  representatives.	  A-­‐	  day	  1	  &	  ~245mya;	  B-­‐	  day	  5	  &	  ~200mya;	  C-­‐	  day	  10	  &	  ~160mya;	  D-­‐	  day	  15	  &	  ~125mya;	  E-­‐	  day	  20	  &	  ~115mya;	  F-­‐	  day	  30	  &	  ~55mya.	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Figure	  3.4.	  AxioZoom	  images	  of	  Alcian	  and	  Alizarin	  stained	  Monodelphis,	  full	  skulls	  on	  the	  left,	  close-­‐ups	  on	  the	  right.	  A	  &	  B-­‐	  10	  day;	  C	  &	  D-­‐	  15	  day;	  E	  &	  F-­‐	  20	  day.	  The	  dentary	  first	  make	  contact	  with	  the	  squamosal	  on	  day	  15,	  the	  zygomatic	  arch	  does	  not	  fuse	  until	  ~day	  20.	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Figure	  3.6.	  Middle	  ear	  elements	  cease	  growth	  at	  ~35	  days	  (postnatal)	  but	  never	  decrease	  in	  actual	  size,	  only	  relative	  size,	  while	  the	  remainder	  of	  the	  skull	  continues	  to	  enlarge	  and	  elongate.	  A-­‐	  5	  week	  skull	  (bottom)	  compared	  to	  8	  week	  skull	  (top);	  B-­‐	  5	  week	  skull	  (bottom)	  compared	  to	  6	  month	  skull	  (top).	  Middle	  ear	  proportions	  are	  the	  same	  for	  each.	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Table	  3.1.	  Data	  from	  Figure	  3.5.	  Middle	  ear	  elements	  were	  measured	  from	  their	  most	  anterior	  to	  most	  posterior	  positions.	  This	  length	  was	  compared	  to	  the	  overall	  skull	  length,	  tip	  of	  rostrum	  to	  base	  of	  skull,	  at	  points	  ranging	  from	  one	  week	  to	  one	  year	  of	  age.	  Middle	  ear	  and	  skull	  measurements	  are	  displayed	  in	  millimeters.	  Data	  for	  week	  one	  and	  two	  were	  obtained	  from	  micro-­‐CT	  scans,	  all	  others	  were	  measured	  on	  skulls	  that	  had	  been	  cleaned	  by	  dermestid	  beetles.	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Figure	  4.1.	  Bioanalyzer	  results	  from	  initial	  samples	  fixed	  in	  PFA	  (A)	  and	  the	  second	  set	  snap	  frozen	  immediately	  without	  fixation	  (B).	  Representative	  samples	  from	  days	  16,	  18,	  and	  20.	  Fixation	  caused	  severe	  RNA	  degradation	  (RINs	  1-­‐2.4)	  while	  snap	  freezing	  significantly	  improved	  preservation	  of	  RNA	  integrity	  (RINs	  7.8-­‐8.9).	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Figure	  4.2.	  Micro-­‐CT	  scan	  of	  20	  day	  Monodelphis	  skull	  highlighting	  the	  middle	  ear	  structures.	  Meckel’s	  cartilage	  (light	  green)	  rests	  within	  the	  gonial	  trough	  (dark	  green)	  and	  is	  just	  beginning	  to	  detach	  from	  the	  malleus	  (light	  blue).	  On	  the	  right,	  middle	  ear	  elements	  are	  shown	  on	  their	  own	  from	  a	  side	  profile	  and	  top	  down	  view.	  Dotted	  line	  signifies	  the	  nearest	  remaining	  point	  of	  attachment,	  the	  approximate	  level	  that	  sectioned	  slides	  will	  be	  viewed	  in	  remaining	  figures.	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Figure	  4.3.	  Cryosectioned	  slides	  of	  20	  day	  Monodelphis,	  viewed	  from	  top,	  showing	  the	  point	  where	  Meckel’s	  cartilage	  has	  just	  separated	  from	  the	  malleus.	  	  A-­‐	  H&E	  stained	  slide	  for	  point	  of	  reference;	  B-­‐	  IHC	  for	  apoptosis	  (green	  cells)	  showing	  activity	  in	  anterior	  portion	  of	  malleus	  where	  ossification	  is	  occurring,	  a	  separate	  and	  distinct	  line	  of	  apoptotic	  cells	  is	  observed	  at	  the	  posterior	  edge	  of	  the	  MC;	  C-­‐	  IHC	  for	  proliferation	  with	  little	  activity	  seen;	  D-­‐	  IHC	  for	  autophagy	  with	  phalloidin	  counterstain	  (red),	  no	  activity	  present.	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Figure	  4.4.	  Cryosectioned	  slides	  of	  Monodelphis,	  viewed	  from	  top,	  with	  IHC	  staining	  for	  apoptosis	  (green	  cells).	  A-­‐	  16	  day;	  B-­‐	  18	  day;	  C	  &	  D-­‐	  both	  20	  day.	  Some	  cellular	  death	  is	  seen	  in	  anterior	  portion	  of	  malleus	  at	  all	  stages,	  though	  a	  distinct	  line	  of	  apoptotic	  cells	  is	  only	  observed	  at	  the	  posterior	  edge	  of	  the	  MC	  on	  day	  20.	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Figure	  4.5.	  Paraffin	  sections	  with	  H&E	  stain	  from	  30,	  35,	  and	  40	  day	  Monodelphis,	  anterior	  is	  to	  the	  right.	  30	  day	  ossicles	  are	  fully	  enclosed	  in	  mesenchyme.	  At	  35	  days	  the	  surrounding	  mesenchyme	  is	  beginning	  to	  break	  apart.	  Full	  cavitation	  is	  nearly	  complete	  at	  40	  days.	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Figure	  4.6.	  Laser	  capture	  microdissection	  of	  Meckel’s	  and	  malleus	  from	  20	  day	  
Monodelphis.	  A-­‐	  UV	  laser	  (blue)	  excises	  the	  selected	  target	  area,	  while	  an	  IR	  laser	  (red)	  is	  fired	  through	  a	  gel	  polymer	  at	  multiple	  locations,	  the	  polymer	  melts	  down	  and	  adheres	  to	  the	  tissue	  sample;	  B-­‐	  Cap	  with	  the	  polymer	  transfer	  film	  is	  removed,	  taking	  the	  tissue	  with	  it;	  C-­‐	  view	  looking	  through	  the	  transfer	  cap,	  verifying	  the	  captured	  tissue	  is	  intact.	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Figure	  4.7.	  RNA-­‐seq	  results	  highlighting	  key	  genes	  that	  are	  significantly	  upregulated	  from	  16	  days	  to	  20	  days.	  Three	  categories	  of	  genes	  stood	  out	  in	  the	  analysis:	  genes	  responsible	  for	  regulating	  apoptosis	  and	  proliferation,	  those	  influencing	  bone	  breakdown	  and	  cartilage	  resorption,	  and	  interestingly,	  a	  set	  of	  Pex	  genes,	  in	  which	  alteration	  is	  normally	  associated	  with	  facial	  dysmorphia	  and	  hearing	  impairment.	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Figure	  4.8.	  FISH	  assays	  verifying	  gene	  expression	  of	  Tgfbr2	  (A,	  C,	  &	  E)	  and	  Ctsk	  (B,	  D,	  &	  F)	  on	  day	  16	  (A	  &	  B),	  day	  18	  (C	  &	  D),	  and	  day	  20	  (E	  &	  F).	  Little	  to	  no	  expression	  is	  observed	  between	  the	  Meckels’	  cartilage	  and	  malleus	  on	  days	  16	  and	  18,	  but	  strong	  expression	  is	  seen	  on	  day	  20.	  Green	  coloration	  in	  corners	  is	  fluorescent	  staining	  trapped	  in	  a	  cavitation,	  not	  actual	  gene	  expression.	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Figure	  4.9.	  FISH	  assays	  verifying	  that	  key	  genes	  identified	  from	  the	  RNA-­‐seq	  analysis	  are	  being	  expressed	  when	  and	  where	  they	  are	  presumed	  to	  be.	  Red	  circles	  highlight	  gene	  expression	  (green)	  between	  Meckel’s	  cartilage	  and	  the	  malleus	  in	  day	  20	  Monodelphis.	  A-­‐	  	  Tgfbr2;	  B-­‐	  Ctsk;	  C-­‐	  Wisp1;	  D-­‐	  Crygn.	  Green	  coloration	  in	  the	  top	  left	  corner	  of	  C	  and	  D	  is	  fluorescent	  staining	  trapped	  in	  a	  cavitation,	  not	  actual	  gene	  expression.	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Figure	  4.10.	  Brightfield	  images	  of	  sectioned	  slides	  and	  the	  same	  slides	  after	  trichrome	  staining	  and	  Nanozoomer	  imaging,	  from	  22	  day	  Monodelphis	  injected	  with	  1xPBS	  (control),	  anti-­‐TGFb,	  or	  alendronate.	  Images	  in	  the	  left	  column	  are	  from	  slightly	  more	  dorsal	  sections.	  A	  &	  G-­‐	  Meckel’s	  cartilage	  is	  not	  visible	  at	  this	  point,	  as	  it	  has	  already	  detached	  from	  the	  main	  body	  of	  the	  malleus;	  B	  &	  H-­‐	  MC	  becoming	  visible	  farther	  down	  the	  sections;	  C	  &	  I-­‐	  MC	  visible	  closer	  to	  main	  body	  of	  malleus	  as	  seen	  by	  comparative	  distance	  with	  short	  arm	  of	  malleus;	  D	  &	  J-­‐	  MC	  remains	  larger	  and	  more	  robust,	  even	  at	  lower	  sections;	  E	  &	  F,	  K	  &	  L-­‐	  MC	  remains	  in	  contact	  and	  gonial	  is	  fully	  ossified	  rather	  than	  presenting	  a	  typical	  trough	  appearance.	  Below-­‐	  side	  profile	  of	  middle	  ear	  elements	  with	  upper	  line	  indicating	  extend	  of	  Meckel’s	  cartilage	  in	  anti-­‐TGFb	  treated	  individuals,	  and	  lower	  line	  indicating	  extend	  of	  Meckel’s	  cartilage	  in	  controls.	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Figure	  4.11.	  Micro-­‐CT	  reconstructions	  of	  anti-­‐TGFb	  (A)	  treated	  and	  control	  (B)	  
Monodelphis	  at	  22	  days.	  Below	  are	  stand	  alone	  images	  of	  side	  and	  top	  views.	  The	  control	  exhibits	  clear	  separation	  between	  MC	  (light	  green)	  and	  malleus	  (light	  blue),	  while	  MC	  remains	  connected	  to	  the	  malleus	  in	  the	  anti-­‐TGFb	  treatments.	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Figure	  4.12.	  Micro-­‐CT	  reconstructions	  of	  alendronate	  (A)	  treated	  and	  control	  (B)	  
Monodelphis	  at	  22	  days.	  Below	  are	  stand	  alone	  images	  of	  side	  and	  top	  views.	  The	  control	  exhibits	  clear	  separation	  between	  MC	  (light	  green)	  and	  malleus	  (light	  blue),	  while	  MC	  shows	  a	  shorter	  distance	  of	  separation	  in	  the	  alendronate	  treatments.	  Moreover,	  the	  gonial	  is	  not	  hollowed	  out	  in	  the	  alendronate	  treatment,	  rather	  it	  presents	  an	  ossified	  barrier	  between	  the	  MC	  and	  malleus.	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APPENDIX	  A:	  LONG	  BONE	  LENGTHS	  AND	  AGE	  RANGES	  FOR	  BODY	  SIZE	  
ANALYSIS	  	  	  
Genus	   ln	  Humerus	  Length	  	   ln	  Femur	  Length	   ageFO	  max	   ageFO	  min	   ageLO	  max	   ageLO	  min	  Aelurognathus	   5.078	   5.197	   260.4	   251	   260.4	   251	  Aelurosaurus	   4.339	   4.448	   260.4	   251	   260.4	   251	  Aerosaurus	   3.919	   4.066	   303.4	   268	   303.4	   268	  Akidolestes	   2.175	   2.282	   130	   125.45	   130	   125.45	  Asiatherium	   3.157	   3.223	   83.5	   70.6	   83.5	   70.6	  Bauria	   3.682	   3.841	   251.3	   242	   247.2	   242	  Bienotherium	   4.069	   3.731	   201.6	   196.5	   196.5	   189.6	  Bientheroides	   4.135	   4.272	   175.6	   161.2	   175.6	   161.2	  Bulganbaatar	   2.754	   2.96	   83.5	   70.6	   83.5	   70.6	  Casea	   4.427	   4.407	   298.9	   272.5	   290.1	   268	  Castorocauda	   3.339	   3.503	   164.7	   155.7	   164.7	   155.7	  Catopsbaatar	   3.894	   4.025	   83.5	   70.6	   83.5	   70.6	  Chulsanbaatar	   2.728	   2.918	   83.5	   70.6	   83.5	   70.6	  Cimolomys	   3.178	   3.466	   70.6	   65.5	   70.6	   65.5	  Cistecephalus	   3.522	   3.787	   259	   254	   259	   254	  Clepsydrops	   4.48	   4.636	   314.6	   306.95	   290.1	   268	  Cotylorhynchus	   5.868	   5.717	   279.5	   272.5	   272.5	   265	  Cricodon	   4.813	   4.824	   247.2	   242	   247.2	   242	  Cynognathus	   4.747	   5.189	   251.3	   242	   247.2	   235	  Cynosaurus	   4.938	   5.034	   265	   254	   265	   254	  Diademodon	   4.697	   4.751	   251.3	   242	   247.2	   242	  Dicynodon	   4.215	   4.207	   265	   252.3	   259	   252.3	  Diictodon	   4.301	   4.442	   265	   254	   259	   252.3	  Dimetrodon	   5.126	   5.21	   298.9	   290.1	   279.5	   268	  Dinodontosaurus	   5.476	   5.69	   247.2	   235	   242	   235	  Edaphosaurus	   5.286	   5.371	   303.4	   295	   290.1	   268	  Eodicynodon	   3.861	   3.916	   272.5	   259	   272.5	   259	  Eomaia	   2.734	   2.803	   130	   125.45	   130	   125.45	  Exaeretodon	   4.757	   5.185	   242	   235	   221.5	   205.6	  Fruitafossor	   2.241	   2.473	   155.7	   150.8	   155.7	   150.8	  Galeops	   3.927	   4.074	   260.4	   251	   260.4	   251	  Galesaurus	   3.957	   4.071	   252.3	   247.2	   252.3	   247.2	  Gobiconodon	   3.989	   4.234	   136.4	   122.46	   136.4	   122.46	  Gorgonops	   4.709	   4.817	   260.4	   251	   260.4	   251	  Haldanodon	   2.477	   2.667	   155.7	   150.8	   155.7	   150.8	  Haptodus	   4.502	   4.148	   305.9	   303.4	   295	   290.1	  Henkelotherium	   2.389	   2.734	   155.7	   150.8	   155.7	   150.8	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Hipposaurus	   5.171	   5.127	   260.4	   251	   260.4	   251	  Ictidosuchops	   4.098	   4.264	   260.4	   251	   260.4	   251	  Jeholodens	   2.272	   2.451	   130	   122.46	   130	   122.46	  Jonkeria	   6.114	   6.151	   260.4	   251	   260.4	   251	  Juramaia	   2.351	   2.577	   167.7	   155.7	   167.7	   155.7	  Kannemeyeria	   5.195	   5.141	   247.2	   242	   247.2	   235	  Kingoria	   4.275	   4.387	   259	   254	   259	   254	  Kryoryctes	   3.871	   4.021	   122.46	   109	   122.46	   109	  Kryptobaatar	   2.728	   3.195	   83.5	   70.6	   83.5	   70.6	  Liaoconodon	   3.258	   3.292	   125.45	   112.03	   125.45	   112.03	  Luangwa	   4.426	   4.597	   247.2	   242	   247.2	   235	  Lumkuia	   3.495	   3.664	   247.2	   242	   247.2	   242	  Lupeosaurus	   5.378	   5.576	   299	   270.6	   299	   270.6	  Lycaenops	   4.996	   5.184	   265	   254	   265	   254	  Lystrosaurus	   4.656	   4.598	   254	   252.3	   252.3	   247.2	  Maelestes	   2.478	   2.681	   83.5	   70.6	   83.5	   70.6	  Maotherium	   2.895	   3.077	   125.45	   122.46	   125.45	   122.46	  Massetognathus	   3.933	   4.161	   247.2	   235	   242	   235	  Megazostrodon	   2.124	   2.833	   199.6	   175.6	   199.6	   175.6	  Mesodma	   2.557	   2.981	   105.3	   56.8	   105.3	   56.8	  Morganucodon	   2.138	   2.203	   205.6	   201.6	   196.5	   183	  Moschops	   5.858	   5.93	   260.4	   251	   260.4	   251	  Moschorhinus	   5.003	   5.176	   252.3	   247.2	   252.3	   247.2	  Nemegtbaatar	   2.773	   2.856	   83.5	   70.6	   83.5	   70.6	  Nitosaurus	   4.454	   4.564	   303.4	   268	   303.4	   268	  Oligokyphus	   3.584	   3.748	   205.6	   201.6	   189.6	   183	  Ophiacodon	   4.571	   4.853	   303.4	   295	   290.1	   268	  Oudenodon	   4.9	   5.114	   265	   254	   259	   254	  Pachygenelus	   3.506	   3.674	   201.6	   196.5	   201.6	   189.6	  Pristerognathus	   5.137	   5.294	   259	   252.3	   259	   252.3	  Probainognathus	   3.79	   3.933	   247.2	   235	   242	   235	  Probelesodon	   3.886	   4.035	   242	   235	   242	   235	  Procynosuchus	   4.29	   4.335	   259	   252.3	   259	   252.3	  Pseudotribos	   2.092	   2.23	   164.7	   155.7	   164.7	   155.7	  Ptilodus	   3.441	   3.595	   65.5	   55.8	   65.5	   55.8	  Regisauridae	   3.442	   4.4	   251	   245	   251	   245	  Repenomamus	   4.159	   4.234	   125.45	   122.46	   125.45	   122.46	  Robertia	   3.306	   3.419	   260.4	   251	   260.4	   251	  Scalenodon	   3.695	   3.854	   247.2	   242	   247.2	   242	  Scoliomus	   4.845	   4.946	   245	   228	   245	   228	  Sinoconodon	   3.21	   3.376	   210.6	   205.6	   196.5	   189.6	  Sinodelphys	   2.526	   2.573	   130	   125.45	   130	   125.45	  Sloanbaatar	   3.02	   3.195	   83.5	   70.6	   83.5	   70.6	  Sphenacodon	   4.988	   5.061	   303.4	   268	   296.4	   268	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Stereorhachis	   4.984	   5.078	   306.95	   298.9	   306.95	   298.9	  Tapinocaninus	   6.604	   6.616	   260.4	   251	   260.4	   251	  Tetragonius	   5.357	   5.275	   245	   228	   245	   228	  Theriognathus	   5.047	   5.138	   259	   252.3	   259	   252.3	  Thrinaxodon	   3.507	   3.609	   254	   247.2	   252.3	   247.2	  Trichasaurus	   4.615	   4.788	   279.5	   272.5	   279.5	   272.5	  Tropidostoma	   5.011	   5.103	   265	   254	   265	   254	  Tugrigbaatar	   2.896	   3.095	   83.5	   70.6	   83.5	   70.6	  Ukhaatherium	   2.721	   2.851	   83.5	   65.5	   83.5	   65.5	  Varanops	   4.329	   4.553	   290.1	   268	   290.1	   268	  Varanosaurus	   4.223	   4.512	   290.1	   279.5	   279.5	   272.5	  Volaticotherium	   3.142	   3.311	   164.7	   155.7	   164.7	   155.7	  Yanoconodon	   2.653	   2.557	   130	   122.46	   130	   122.46	  Zalambdalestes	   3.045	   3.44	   83.5	   70.6	   83.5	   70.6	  Zhangheotherium	   3.096	   3.091	   130	   122.46	   130	   122.46	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APPENDIX	  B:	  SIGNIFICANTLY	  UPREGULATED	  GENES	  FROM	  ANALYSIS	  OF	  
RNA-­‐SEQUENCING	  	  	  	  
Gene	   Sample_1	   Sample_2	   Value_1	   Value_2	  
log2	  
(fold	  
change)	   p_value	  CRYGN	   q1	   q3	   0.832378	   75.8965	   6.51065	   0.00025	  SLC30A1	   q1	   q3	   0.374739	   20.4888	   5.7728	   5.00E-­‐05	  CRYGN	   q2	   q3	   1.63317	   75.8965	   5.53829	   0.0002	  MOB3A	   q1	   q3	   0.255288	   9.21571	   5.1739	   0.00025	  GPNMB	   q1	   q3	   5.41769	   193.433	   5.15802	   5.00E-­‐05	  F10	   q1	   q3	   0.302407	   9.67122	   4.99913	   0.00015	  HEYL	   q1	   q3	   0.293003	   7.50055	   4.67801	   0.0003	  CLIC2	   q1	   q3	   0.366609	   8.83722	   4.59128	   0.0005	  SLC13A5	   q1	   q3	   0.964207	   23.2089	   4.58919	   5.00E-­‐05	  LAT	   q1	   q3	   1.64717	   39.5272	   4.58479	   0.00035	  PHLDA3	   q1	   q3	   3.10263	   71.7884	   4.53219	   5.00E-­‐05	  MRGPRF	   q1	   q3	   0.374344	   8.59153	   4.52048	   0.00035	  ABCB8	   q1	   q3	   1.21664	   26.8737	   4.46522	   5.00E-­‐05	  ABCD4	   q1	   q3	   0.284862	   6.21884	   4.44831	   0.0006	  TOR1B	   q1	   q3	   0.387738	   8.27694	   4.41594	   0.00035	  ANAPC2	   q1	   q3	   0.468873	   9.82367	   4.38899	   5.00E-­‐05	  CHN2	   q1	   q3	   0.633942	   13.2001	   4.38006	   5.00E-­‐05	  PEX19	   q1	   q3	   1.59014	   33.0957	   4.37941	   0.00035	  CAP1	   q1	   q3	   4.68008	   97.1644	   4.37582	   0.0003	  SESN1	   q1	   q3	   0.902136	   17.6288	   4.28844	   5.00E-­‐05	  RND3	   q1	   q3	   0.962702	   18.3046	   4.24897	   0.00025	  PEX5	   q1	   q3	   0.407647	   7.34531	   4.17143	   0.0001	  IRAK2	   q1	   q3	   0.585954	   10.3899	   4.14825	   5.00E-­‐05	  FGF1	   q1	   q3	   0.980711	   17.3449	   4.14454	   0.0002	  IL13RA1	   q1	   q3	   0.538205	   9.39006	   4.12491	   0.0002	  COL10A1	   q1	   q3	   2.36412	   40.961	   4.11487	   0.0004	  NHLRC3	   q1	   q3	   0.974943	   16.816	   4.10837	   0.00025	  RELL1	   q1	   q3	   0.769361	   13.1456	   4.09478	   0.0003	  PLA1A	   q1	   q3	   0.297578	   5.05994	   4.08778	   0.00055	  CA7	   q1	   q3	   4.57718	   76.6977	   4.06665	   5.00E-­‐05	  LYRM2	   q1	   q3	   2.68607	   44.9668	   4.06529	   0.0004	  LDHB	   q1	   q3	   7.41458	   123.981	   4.06361	   0.00045	  CYB5R1	   q1	   q3	   2.45195	   40.7501	   4.0548	   0.0004	  ATP6V1H	   q1	   q3	   1.96254	   32.1239	   4.03285	   0.00015	  CYP1B1	   q1	   q3	   2.34902	   38.1663	   4.02217	   5.00E-­‐05	  PTPRJ	   q1	   q3	   0.721972	   11.0466	   3.93551	   0.0002	  CAPN1	   q1	   q3	   0.611837	   9.30961	   3.9275	   0.0002	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TBC1D8B	   q1	   q3	   0.239965	   3.61261	   3.91215	   0.00045	  WFDC1	   q1	   q3	   5.95159	   88.6521	   3.89681	   0.00015	  TMEM176A	   q1	   q3	   2.30582	   33.8702	   3.87667	   0.0004	  SMPD1	   q1	   q3	   7.9985	   116.47	   3.86409	   0.00055	  FBXL5	   q1	   q3	   0.704938	   10.2397	   3.86054	   0.00015	  SRPX2	   q1	   q3	   1.94178	   27.368	   3.81704	   5.00E-­‐05	  RNF149	   q1	   q3	   1.50062	   21.0959	   3.81333	   0.00025	  UBALD1	   q2	   q3	   0.288599	   3.97068	   3.78225	   0.0006	  SH3GLB1	   q1	   q3	   4.55037	   61.9177	   3.7663	   0.00035	  PSTPIP1	   q1	   q3	   3.8211	   51.7928	   3.76069	   0.0005	  TEX264	   q1	   q3	   2.50892	   33.9832	   3.75968	   0.00055	  ATP6V1G1	   q1	   q3	   14.2728	   191.941	   3.74933	   5.00E-­‐05	  LDHA	   q1	   q3	   4.80109	   62.3381	   3.69868	   5.00E-­‐05	  NPEPL1	   q1	   q3	   1.79559	   23.2428	   3.69425	   0.0002	  GUSB	   q1	   q3	   18.2832	   236.241	   3.69167	   0.0002	  TGFBR2	   q1	   q3	   1.76247	   22.7159	   3.68803	   5.00E-­‐05	  CSTB	   q1	   q3	   28.96	   356.972	   3.62368	   5.00E-­‐05	  NELFE	   q1	   q3	   4.47242	   55.0475	   3.62155	   0.00035	  SLC15A4	   q1	   q3	   7.07132	   86.0409	   3.60497	   0.0002	  GNPTAB	   q1	   q3	   6.80393	   82.6563	   3.60269	   5.00E-­‐05	  ATP6V1A	   q1	   q3	   7.17384	   86.1035	   3.58526	   5.00E-­‐05	  RPS6KB2	   q1	   q3	   11.1784	   132.968	   3.57228	   0.0004	  PSMD11	   q1	   q3	   3.66875	   43.4043	   3.56448	   5.00E-­‐05	  EMC3	   q1	   q3	   3.03888	   35.8801	   3.56157	   0.00035	  AAGAB	   q1	   q3	   1.60745	   18.68	   3.53864	   0.0003	  EIF2A	   q1	   q3	   1.41812	   16.4793	   3.5386	   0.0005	  ACAD9	   q1	   q3	   1.57283	   18.0065	   3.51708	   0.00055	  ADAM15	   q1	   q3	   2.1646	   24.4993	   3.50057	   0.0001	  PFKL	   q1	   q3	   3.18024	   35.5393	   3.48221	   5.00E-­‐05	  ANKH	   q1	   q3	   5.99643	   66.6633	   3.47472	   0.0004	  LCP1	   q1	   q3	   3.29722	   36.1764	   3.45573	   5.00E-­‐05	  CERCAM	   q1	   q3	   5.13367	   55.4056	   3.43197	   0.0001	  ALPL	   q1	   q3	   27.7116	   296.429	   3.41913	   5.00E-­‐05	  SPP1	   q1	   q3	   338.783	   3610.34	   3.4137	   0.0004	  NDUFS1	   q1	   q3	   2.16207	   22.8393	   3.40103	   5.00E-­‐05	  FOS	   q1	   q3	   2.56629	   27.0343	   3.39704	   5.00E-­‐05	  FBXW5	   q1	   q3	   3.07303	   32.3598	   3.39647	   0.0001	  ZNF212	   q2	   q3	   0.925936	   9.73842	   3.3947	   0.00025	  ISCA1	   q1	   q3	   1.81576	   19.0385	   3.39027	   0.0002	  PHC2	   q1	   q3	   1.98184	   20.6799	   3.38331	   0.0001	  DOHH	   q1	   q3	   4.169	   43.3923	   3.37967	   5.00E-­‐05	  CDKN1A	   q1	   q3	   2.64225	   27.4103	   3.37488	   0.00015	  PAMR1	   q1	   q3	   4.89398	   50.7366	   3.37395	   0.00055	  ALDH1L2	   q1	   q3	   2.19073	   22.7	   3.37321	   5.00E-­‐05	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LGMN	   q1	   q3	   5.01898	   51.9234	   3.37092	   0.00055	  EXOSC10	   q1	   q3	   1.37987	   14.1384	   3.35701	   0.00015	  THOC3	   q1	   q3	   1.72986	   17.6879	   3.35403	   0.0001	  RAB38	   q1	   q3	   5.59328	   56.3397	   3.33238	   5.00E-­‐05	  TTLL9	   q2	   q3	   4.06055	   40.8482	   3.33052	   5.00E-­‐05	  NQO1	   q1	   q3	   7.94748	   79.9176	   3.32994	   5.00E-­‐05	  TGFBI	   q1	   q3	   8.11625	   81.6119	   3.32989	   5.00E-­‐05	  CD200	   q1	   q3	   7.7808	   78.2029	   3.32923	   0.00025	  C1orf198	   q1	   q3	   1.35865	   13.655	   3.32918	   5.00E-­‐05	  ZNF212	   q1	   q3	   0.982619	   9.73842	   3.30898	   0.0003	  C16orf72	   q1	   q3	   2.44249	   24.1595	   3.30616	   5.00E-­‐05	  AGFG1	   q1	   q3	   0.829313	   8.12282	   3.29199	   0.0002	  CCNG1	   q1	   q3	   5.65633	   55.0936	   3.28395	   5.00E-­‐05	  BLVRB	   q1	   q3	   6.389	   62.2087	   3.28345	   0.0004	  SMIM14	   q1	   q3	   2.45681	   23.8276	   3.27778	   0.00035	  SEC23IP	   q1	   q3	   0.807577	   7.80096	   3.27198	   5.00E-­‐05	  EI24	   q1	   q3	   6.79584	   65.5888	   3.27073	   5.00E-­‐05	  SRM	   q1	   q3	   8.87656	   85.5215	   3.26822	   0.0001	  CMAS	   q1	   q3	   3.8087	   36.4443	   3.25832	   5.00E-­‐05	  MAMDC2	   q1	   q3	   1.10913	   10.5743	   3.25307	   5.00E-­‐05	  DUSP7	   q1	   q3	   2.03872	   19.3555	   3.24701	   0.0002	  IL21R	   q2	   q3	   1.23144	   11.686	   3.24637	   0.00035	  HERPUD1	   q1	   q3	   4.21968	   39.8036	   3.23769	   5.00E-­‐05	  MME	   q1	   q3	   9.73533	   91.7013	   3.23564	   0.00025	  TMEM127	   q1	   q3	   4.22968	   39.7176	   3.23116	   0.00035	  ELP6	   q1	   q3	   1.95984	   18.3946	   3.23047	   0.0003	  NDFIP1	   q1	   q3	   11.4032	   105.068	   3.20382	   0.0002	  BGLAP	   q1	   q3	   339.994	   3088.97	   3.18354	   0.0001	  UBE2O	   q1	   q3	   1.11067	   9.94291	   3.16224	   0.00035	  LEMD2	   q1	   q3	   1.70262	   15.1901	   3.1573	   0.00025	  EEF2	   q1	   q3	   2.91786	   25.708	   3.13923	   0.0006	  COPG1	   q1	   q3	   4.57834	   40.0315	   3.12824	   0.00015	  RAP1B	   q1	   q3	   5.26982	   45.8499	   3.12109	   0.0004	  ATP6V0E1	   q1	   q3	   16.78	   144.04	   3.10166	   0.0002	  ATP5A1	   q1	   q3	   13.9893	   119.968	   3.10026	   0.0001	  STAT3	   q1	   q3	   3.13506	   26.813	   3.09637	   0.0001	  COPS4	   q1	   q3	   3.56965	   30.4541	   3.09278	   0.00045	  ACAA1	   q1	   q3	   25.4232	   216.443	   3.08977	   0.0002	  SHROOM4	   q1	   q3	   0.705307	   5.92203	   3.06977	   0.0001	  RPN2	   q1	   q3	   12.5821	   105.513	   3.06797	   0.00025	  TWISTNB	   q1	   q3	   5.02837	   42.1052	   3.06584	   0.0002	  EDEM2	   q1	   q3	   3.09199	   25.8693	   3.06463	   0.0002	  LSM6	   q1	   q3	   1.60857	   13.4273	   3.06133	   0.00035	  RPS27L	   q1	   q3	   4.73784	   39.5277	   3.06056	   0.0003	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ADAM15	   q2	   q3	   2.93769	   24.4993	   3.05999	   0.00015	  DNAJB11	   q1	   q3	   13.6788	   114.059	   3.05976	   0.0002	  CRAT	   q2	   q3	   2.94224	   24.5235	   3.05918	   0.00045	  U6	   q1	   q3	   1.58519	   13.098	   3.04661	   0.0002	  BHLHE40	   q1	   q3	   1.41956	   11.6905	   3.04182	   0.0002	  MRPS34	   q1	   q3	   3.70754	   30.4121	   3.03611	   0.00025	  WISP1	   q1	   q3	   8.66515	   70.6432	   3.02725	   5.00E-­‐05	  TRIM35	   q1	   q3	   1.1764	   9.55187	   3.0214	   0.00015	  LGALS3	   q1	   q3	   7.1541	   57.7651	   3.01336	   5.00E-­‐05	  RTN4	   q1	   q3	   10.3529	   83.5046	   3.01182	   0.00035	  DERL1	   q1	   q3	   2.74463	   22.1139	   3.01027	   5.00E-­‐05	  NDUFA8	   q1	   q3	   8.99068	   72.4168	   3.00982	   0.0002	  YIPF3	   q1	   q3	   18.6898	   150.432	   3.00879	   0.0002	  PDZD8	   q1	   q3	   1.20295	   9.68103	   3.00859	   0.0002	  ARL6IP5	   q1	   q3	   18.6137	   149.441	   3.00513	   5.00E-­‐05	  TOR1A	   q1	   q3	   2.43463	   19.5142	   3.00275	   0.0002	  SLC25A3	   q1	   q3	   19.9596	   159.518	   2.99856	   5.00E-­‐05	  GGT5	   q1	   q3	   9.22236	   73.4474	   2.9935	   0.00025	  CYBA	   q1	   q3	   43.323	   343.131	   2.98556	   0.0003	  MRPL17	   q1	   q3	   2.25759	   17.8413	   2.98237	   0.00025	  IPO9	   q2	   q3	   1.82065	   14.342	   2.97772	   0.00015	  CAT	   q1	   q3	   3.2957	   25.9307	   2.97601	   0.0004	  TIMP2	   q1	   q3	   3.81805	   29.8808	   2.96831	   0.0003	  COL5A2	   q1	   q3	   59.3856	   464.718	   2.96817	   0.00025	  ACTR10	   q1	   q3	   1.26811	   9.85803	   2.95862	   0.0004	  THOC3	   q2	   q3	   2.27547	   17.6879	   2.95853	   0.0002	  LTBR	   q1	   q3	   6.34264	   49.1095	   2.95285	   0.00025	  PRSS23	   q1	   q3	   4.40489	   34.0243	   2.94939	   0.0001	  AAR2	   q1	   q3	   0.988879	   7.63481	   2.94873	   0.00035	  CDH15	   q1	   q3	   1.88661	   14.5234	   2.94451	   0.0003	  MXD4	   q1	   q3	   5.28812	   40.1154	   2.92333	   0.00015	  PDLIM7	   q1	   q3	   13.1429	   99.4072	   2.91907	   0.00015	  TIMM50	   q1	   q3	   2.16722	   16.3617	   2.91641	   0.0003	  SPNS1	   q1	   q3	   4.6489	   35.0264	   2.91348	   0.00035	  LRPAP1	   q1	   q3	   21.9156	   164.592	   2.90887	   0.0001	  GAS1	   q1	   q3	   1.48238	   11.0917	   2.90349	   0.00025	  PDIA5	   q1	   q3	   3.31899	   24.6629	   2.89353	   5.00E-­‐05	  HIF1A	   q1	   q3	   3.88752	   28.7906	   2.88867	   0.00015	  CORO1B	   q1	   q3	   2.68699	   19.8885	   2.88787	   0.00045	  HM13	   q1	   q3	   18.4673	   136.572	   2.88662	   0.00045	  TMED7-­‐TICAM2	   q1	   q3	   3.31486	   24.3223	   2.87526	   5.00E-­‐05	  DYNLT3	   q2	   q3	   2.1378	   15.6742	   2.87419	   0.00025	  LDLRAP1	   q1	   q3	   1.89551	   13.7809	   2.86202	   0.0002	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MRPL44	   q1	   q3	   1.29395	   9.37571	   2.85714	   0.0005	  RAP2A	   q1	   q3	   1.00798	   7.27726	   2.85194	   0.0006	  EIF4H	   q1	   q3	   5.37789	   38.6516	   2.84541	   0.0004	  CD44	   q1	   q3	   2.65975	   19.0495	   2.84039	   5.00E-­‐05	  SLC38A2	   q1	   q3	   4.13299	   29.5496	   2.83788	   0.0001	  TP53INP1	   q1	   q3	   1.43364	   10.2464	   2.83736	   0.0005	  ANXA2	   q1	   q3	   114.787	   815.927	   2.82948	   0.0004	  SLC6A6	   q1	   q3	   4.10702	   29.1402	   2.82684	   0.0006	  SMURF2	   q1	   q3	   0.696692	   4.92233	   2.82075	   0.00025	  BTG1	   q1	   q3	   30.3017	   213.978	   2.81999	   5.00E-­‐05	  ACTR1B	   q1	   q3	   2.69918	   19.0422	   2.81861	   0.00025	  SHROOM4	   q2	   q3	   0.841035	   5.92203	   2.81585	   0.0003	  SLC30A1	   q2	   q3	   2.91065	   20.4888	   2.81542	   0.0001	  KCTD17	   q1	   q3	   2.35162	   16.3364	   2.79636	   0.0003	  PEX12	   q1	   q3	   3.35972	   23.3272	   2.7956	   0.00035	  TSC22D1	   q1	   q3	   13.0848	   90.0301	   2.78252	   0.00025	  CNOT10	   q1	   q3	   1.62291	   11.156	   2.78116	   0.00035	  KDELR2	   q1	   q3	   7.84266	   53.6487	   2.77413	   5.00E-­‐05	  ATP2B1	   q1	   q3	   4.02347	   27.1793	   2.756	   0.0006	  SGSM3	   q2	   q3	   4.40411	   29.6479	   2.75101	   5.00E-­‐05	  DCAF7	   q1	   q3	   3.62337	   24.3811	   2.75036	   0.0004	  GANAB	   q1	   q3	   8.07397	   54.267	   2.74873	   0.0006	  SERP1	   q1	   q3	   9.78536	   65.7051	   2.74731	   0.00015	  PRKAB1	   q1	   q3	   1.65129	   11.0815	   2.74648	   0.0002	  SNAI2	   q1	   q3	   15.473	   103.761	   2.74543	   0.00045	  SNX2	   q1	   q3	   9.94009	   66.5531	   2.74318	   5.00E-­‐05	  CAPZA1	   q1	   q3	   10.9147	   73.0238	   2.74209	   0.0003	  CYP1B1	   q2	   q3	   5.70719	   38.1663	   2.74145	   0.0003	  UBE2B	   q1	   q3	   25.7263	   171.7	   2.73857	   0.0005	  PCMT1	   q1	   q3	   6.54889	   43.6257	   2.73586	   5.00E-­‐05	  GPC1	   q1	   q3	   2.98991	   19.7578	   2.72425	   0.0005	  ARCN1	   q1	   q3	   5.89862	   38.838	   2.71902	   0.0001	  CRYZ	   q1	   q3	   13.2038	   86.5681	   2.71289	   0.0001	  FKBP14	   q1	   q3	   23.6648	   154.721	   2.70885	   5.00E-­‐05	  RNF149	   q2	   q3	   3.23614	   21.0959	   2.70461	   0.0003	  CKAP4	   q1	   q3	   17.4912	   113.662	   2.70005	   5.00E-­‐05	  PHGDH	   q1	   q3	   5.16523	   33.5483	   2.69933	   0.00045	  TFE3	   q1	   q3	   4.68716	   30.3308	   2.694	   0.0006	  LAMC1	   q1	   q3	   2.47337	   15.9447	   2.68852	   0.0003	  ARF4	   q1	   q3	   14.2977	   92.0415	   2.6865	   0.00015	  KIAA2013	   q1	   q3	   3.11848	   19.8441	   2.6698	   0.00045	  HPGD	   q1	   q3	   2.79626	   17.7919	   2.66965	   0.00035	  MAT2A	   q1	   q3	   5.29319	   33.6077	   2.66658	   0.00055	  GPNMB	   q1	   q2	   5.41769	   34.2538	   2.66051	   0.00025	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TPBG	   q1	   q3	   4.62686	   29.1919	   2.65746	   0.0002	  PIGT	   q1	   q3	   22.0115	   138.501	   2.65357	   0.0003	  RBM8A	   q1	   q3	   5.62754	   35.0975	   2.64079	   5.00E-­‐05	  MDFI	   q1	   q3	   7.67133	   47.7377	   2.63758	   0.0004	  OSTC	   q1	   q3	   24.7118	   151.643	   2.61741	   0.0001	  PNRC1	   q1	   q3	   9.41365	   56.8202	   2.59358	   0.00015	  PRKCDBP	   q1	   q3	   6.98367	   42.0017	   2.58839	   0.0002	  JAG1	   q1	   q3	   0.612092	   3.5495	   2.5358	   0.00035	  EPRS	   q1	   q3	   6.8668	   39.6481	   2.52954	   0.00015	  EFCAB14	   q1	   q3	   5.09701	   29.4241	   2.52927	   0.0005	  GPX7	   q1	   q3	   5.93114	   34.2052	   2.52783	   0.0002	  EIF3D	   q1	   q3	   15.4771	   88.6152	   2.51742	   0.00055	  CALU	   q1	   q3	   22.6371	   128.607	   2.50621	   0.0006	  LMAN1	   q1	   q3	   6.23338	   33.6614	   2.43301	   0.0002	  LUM	   q1	   q3	   53.1506	   283.681	   2.41611	   0.00025	  CRTAP	   q1	   q3	   10.9128	   58.1254	   2.41315	   0.0001	  ANXA1	   q1	   q3	   8.91662	   47.4461	   2.41172	   0.00025	  WDR1	   q1	   q3	   6.63542	   34.0139	   2.35787	   0.00025	  EIF3E	   q1	   q3	   11.257	   57.5368	   2.35366	   0.0003	  DYNC1H1	   q1	   q3	   1.45423	   7.23355	   2.31445	   0.00045	  SLK	   q1	   q3	   2.62461	   12.9263	   2.30014	   0.00015	  SFRP2	   q1	   q3	   11.4798	   54.9579	   2.25923	   0.00055	  COL5A1	   q1	   q3	   7.888	   37.6069	   2.25327	   0.00055	  PSMA6	   q1	   q3	   11.2671	   53.5942	   2.24996	   0.0004	  PSMC4	   q1	   q3	   8.43493	   39.4978	   2.22733	   0.00025	  RPS27A	   q1	   q3	   270.845	   1219.87	   2.17118	   0.0001	  	  	  
